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Les ribozymes sont des ARN catalytiques fréquemment exploités pour le 
développement d’outils biochimiques et d’agents thérapeutiques. Ils sont particulièrement 
intéressants pour effectuer l’inactivation de gènes, en permettant la dégradation d’ARNm ou 
d’ARN viraux associés à des maladies. Les ribozymes les plus utilisés en ce moment pour le 
développement d’agents thérapeutiques sont les ribozymes hammerhead et hairpin, qui 
permettent la reconnaissance spécifique d’ARN simple brin par la formation de structures 
secondaires stables. In vivo, la majorité des ARN adoptent des structures secondaires et 
tertiaires complexes et les régions simples brins sont parfois difficiles d’accès. Il serait 
intéressant de pouvoir cibler des ARN repliés et un motif d’ARN intéressant à cibler est la 
tige-boucle d’ARN qui peut être importante dans le repliement global des ARN et pour 
accomplir des fonctions biologiques.   
 
Le ribozyme VS de Neurospora fait la reconnaissance de son substrat replié en tige-
boucle de façon spécifique par une interaction kissing-loop, mais il n’a jamais été exploité 
pour faire la reconnaissance d’un ARN cible très différent de son substrat naturel. Le but des 
travaux présentés dans cette thèse est de déterminer si le ribozyme VS possède l’adaptabilité 
nécessaire pour l’ingénierie de ribozymes qui clivent des ARN cibles différents du substrat 
naturel. Dans le cadre de cette thèse, le ribozyme VS a été modifié pour l’adapter à différents 
substrats et des études de cinétiques ont été réalisées pour évaluer l’impact de ces 
modifications sur l’activité de clivage du ribozyme. Dans un premier temps, le ribozyme a été 
modifié pour faire la reconnaissance et le clivage de substrats possédant différentes longueurs 
de tiges Ib. Le ribozyme a été adapté avec succès à ces substrats de différentes longueurs de 
tige Ib, avec une activité qui est similaire à celle du ribozyme avec un substrat sans 
modification. Dans un deuxième temps, c’est l’interaction kissing-loop I/V du ribozyme qui a 
été substituée de façon rationnelle, dans le but de savoir si un ribozyme VS mutant peut 
reconnaitre et cliver un substrat ayant une boucle différente de celle de son substrat naturel. 
L’interaction kissing-loop I/V a été substituée pour les interactions kissing-loop TAR/TAR* 
de l’ARN du VIH-1 et L22/L88 de l’ARN 23S de Deinococcus radiodurans. La réaction de 
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clivage des ribozymes comportant ces nouvelles interactions kissing-loop est toujours 
observée, mais avec une activité diminuée. Finalement, la sélection in vitro (SELEX) de 
ribozymes a été effectuée pour permettre un clivage plus efficace d’un substrat mutant avec 
une nouvelle boucle. Le SELEX a permis la sélection d’un ribozyme qui clive un substrat avec 
une boucle terminale mutée pour celle de l’ARN TAR du VIH-1 et cela avec une activité de 
clivage très efficace. L’ensemble de ces études démontre que le ribozyme VS peut être 
modifié de diverses façons pour la reconnaissance spécifique de différents substrats, tout en 
conservant une bonne activité de clivage. Ces résultats montrent le grand potentiel 
d’ingénierie du ribozyme VS et sont prometteurs pour la poursuite d’études d’ingénierie du 
ribozyme VS, en vue du clivage d’ARN cibles repliés en tige-boucle complètement différents 
du substrat naturel du ribozyme VS. 
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Ribozymes are catalytic RNAs frequently exploited for the development of 
biochemistry tools and therapeutic agents. They are particularly interesting in gene 
inactivation strategies for the degradation of mRNA and viral RNA genome.  Currently, the 
most common ribozymes used in the development of therapeutic agents are the hammerhead 
and hairpin ribozymes, which can specifically recognize and cleave target single-stranded 
RNAs through the formation of stable secondary structures.  In vivo, single-stranded RNAs 
can be difficult to target because most RNA adopt complex secondary and tertiary structures. 
It could be worthwhile to target folded RNA motifs, and an interesting target is the stem-loop 
structure because stem-loops are important for the overall folding of RNA molecules and they 
can perform important biological functions.  
 
The Neurospora VS ribozyme recognizes its stem-loop folded substrate via a specific 
kissing-loop interaction, but it has never been exploited for the recognition of target RNA very 
different from its natural substrate.  The goal of the work presented in this thesis is to 
determine whether the VS ribozyme possesses the necessary adaptability for engineering 
ribozymes that target RNAs different from its natural substrate.  For this thesis, the VS 
ribozyme was adapted for the recognition of different substrates and kinetic studies were 
performed to evaluate the effect of these modifications on the cleavage activity.  In a first 
study, the VS ribozyme was modified to recognize and cleave substrates with different stem Ib 
lengths.  The VS ribozyme was successfully adapted to theses substrates of different lengths 
with a cleavage activity similar to the unmodified ribozyme and substrate.  In a second study, 
the I/V kissing-loop interaction was substituted by rational design, in order to establish if the 
VS ribozyme variants could recognize and cleave a substrate with a different loop than its 
natural substrate.  The I/V kissing-loop interaction was substituted for the HIV-1 TAR/TAR* 
and the Deinococcus radiodurans RNA large rRNA subunit L22/L88 kissing-loop 
interactions.  The cleavage reaction was observed for the ribozymes with these new 
interactions, but with reduced activity.  Finally, in vitro selection (SELEX) was used to enable 
more efficient cleavage of a mutant substrate with a new loop. SELEX experiments enabled 
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the selection of ribozyme variants that cleave a substrate with a terminal loop mutated to that 
of the HIV-1 TAR RNA with a very efficient cleavage activity. All of the studies presented in 
this thesis show that the VS ribozyme can be modified in various ways for the specific 
recognition of different substrates, while maintaining efficient cleavage activity.  These results 
demonstrate the great potential of VS ribozyme engineering and are very promising for further 
engineering studies of VS-derived ribozymes for the cleavage of stem-loop folded target RNA 
completely different from its natural VS ribozyme substrate.   
 
 
Keywords : Neurospora VS ribozyme, RNA engineering, kissing-loop interaction, kinetic 
studies, SHAPE, SELEX 
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1.1 L’importance de l’ARN 
Le dogme central de la biologie a longtemps été défini par l’ADN qui est le porteur de 
l’information génétique, qui est transcrit en ARN complémentaire et l’ARN est ensuite traduit 
en protéines, qui sont responsables de plusieurs fonctions cellulaires. Selon ce dogme, l’ARN 
joue un rôle d’intermédiaire entre le génome et la synthèse de protéine. Par contre, il est 
maintenant connu que l’ARN ne se limite pas à n’être qu’un simple intermédiaire et qu’il 
occupe un rôle central dans de nombreux processus biologiques. 
 
1.1.1 ARN non codants 
Auparavant, les protéines étaient considérées comme les seules biomolécules 
responsables des fonctions catalytiques et structurales. Par la suite, il a été observé que les 
régions de l’ADN entre les séquences codantes pour les protéines sont nombreuses à être 
transcrites en ARN. Ces ARN non codants (ARNnc), qui sont passés inaperçus durant de 
nombreuses années, ont été grandement sous-estimés. Aujourd’hui, il y a des milliers 
d’ARNnc identifiés dans diverses sphères de la biochimie et ils sont associés à diverses 
fonctions (figure 1.1). Parmi les ARNnc les plus connus, il y a les ARN ribosomaux (ARNr) et 
les ARN de transfert (ARNt), qui sont impliqués dans la traduction des ARN messagers 
(ARNm) en protéines, ainsi que la RNase P qui est impliquée dans la maturation des ARNt [1-
3]. On retrouve aussi les ARNnc impliqués dans l’épissage de l’ARN (ARNsn, ARNsno, 
introns du group I et II) et la structure des chromosomes (ARN de la télomérase, ARN Xist) 
[4-9]. Une autre sphère importante des ARNnc est la régulation des gènes qui peut s’effectuer 
en trans (ARNi, miARN et ARN antisens) ou en cis, en agissant dans la région non transcrite 
des ARNm (riborégulateur) [10-14]. Les ARNnc sont même impliqués dans la défense du 
génome (CRISPR et ARN interagissant avec les protéines piwi) [15, 16]. Le projet ENCODE 
(encyclopedia of DNA elements) qui étudie les fonctions des gènes humains, a identifié 9600 
longs ARN non codants (ARNlnc) de plus de 200 nucléotides en 2014, mais l’attribution 
individuelle de leurs fonctions est une tâche immense qui demandera du temps [17, 18]. 
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L’étendue des fonctions des ARNnc n’est pas encore totalement connue et il reste encore 
beaucoup à découvrir dans ce domaine [19, 20]. 
 
Figure 1.1 Diverses fonctions des ARNnc dans les domaines de la vie.   
Les ARNnc ont des fonctions diverses dans la régulation de l’expression génique comme dans 
la transcription, l’épissage, la traduction et en contribuant à l’organisation et la stabilité du 
génome. Les brins orange représentent les ARNnc exécutant l’action indiquée, les brins rouges 
sont les ARN ciblés par les ARNnc et les brins bleus représentent l’ADN. Le triangle 
représente un métabolite interagissant avec le riborégulateur et les ovales représentent les 




Plusieurs ARNnc vont agir avec la collaboration de protéines dans des complexes 
ARN-protéine comme le ribosome et le spliceosome, mais il y a des ARNnc qui peuvent 
catalyser des réactions chimiques par eux-mêmes, sans l’aide de protéine, ce qui les qualifie 
d’enzymes à ARN ou plus spécifiquement de ribozymes [21].  
 
1.1.2 Le monde à ARN 
Une question à laquelle il n’y a toujours pas de réponse est comment la vie est apparue 
sur terre. Il semble peu probable que le système complexe de transcription et de traduction, 
que l’on retrouve aujourd’hui avec de nombreuses molécules impliquées ait pu émerger dans 
des conditions de vie minimales. Pour décrire comment la vie a pu apparaitre dans les 
conditions d’un monde primitif, l’hypothèse du monde à ARN a été proposée dans les 
années 1960 par Woese, Orgel et Crick [2, 22, 23]. Le monde à ARN est l’hypothèse selon 
laquelle au tout début de la vie sur terre, il y avait un monde dans lequel l’ARN ou une 
molécule chimiquement semblable constitue la substance primaire vivante. Dans ce monde, 
l’ARN joue à la fois les rôles d’enzyme et de génome. Il est logique de penser à l’ARN pour 
ces rôles, puisqu’il occupe aujourd’hui une place centrale dans le dogme de la vie. La 
découverte des ARN catalytiques dans les années 1980 [1, 24] et plus tard, la découverte que 
la sous-unité responsable de l’activité chez le ribosome est composée uniquement d’ARN [3] 
apportent des preuves supplémentaires pour soutenir l’hypothèse d’un monde dans lequel 
l’ARN joue un rôle central. Par la suite, les expériences de sélection in vitro ont démontré que 
l’ARN peut avoir un répertoire de fonctions très variées et compatibles avec le monde à ARN 
[25-29]. Par contre, il est difficile de déterminer comment la vie est réellement apparue et 
l’hypothèse du monde à ARN représente l’un des mécanismes possibles pour l’apparition de la 
vie sur terre [30]. 
 
L’ARN est un domaine de recherche important, puisque sa présence est essentielle 
dans de nombreuses sphères de la biologie, en plus d’avoir pu jouer un rôle dans l’apparition 
de la vie. L’étude des ARN catalytiques comme les ribozymes est particulièrement 
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intéressante pour découvrir comment les motifs d’ARN ont développé des activités 
catalytiques et qu’elles sont les fonctions liées à ses propriétés. 
 
1.1.3 Ribozymes 
Les ribozymes sont des molécules avec une activité enzymatique dont le site 
catalytique est composé uniquement d’ARN, même s’ils sont parfois en complexe avec des 
protéines. Leur structure leur permet d’accomplir une activité catalytique sans l’assistance 
d’une protéine. Les ribozymes représentent un bon système pour faire l’étude de structure 
fonction de l’ARN, puisque des changements dans la structure du ribozyme ont des 
répercussions sur l’activité de catalyse. L’étude de ces répercussions permet de mieux 
comprendre les fonctions liées aux motifs de l’ARN, mais aussi de mieux comprendre les 
mécanismes catalytiques et les fonctions liées à leur activité. Par la suite, ces informations 
peuvent être mises à profit pour faire l’ingénierie de nouveaux ribozymes possédant de 
nouvelles propriétés ou encore, pour améliorer l’activité de catalyse de ribozymes existants.  
 
1.1.3.1 Ribozymes naturels 
Le premier ribozyme a été découvert 1982 par le Dr Thomas R. Cech en étudiant 
l’épissage des introns dans les gènes ARNr de certaines espèces de Tetrahymena thermophila 
[24]. Durant l’épissage, l’intron est excisé en une molécule linéaire et ensuite converti sous 
une forme circulaire. Son équipe de recherche a découvert que pour ces fonctions de clivage et 
de ligation, l’ARN n’avait pas besoin de l’assistance de protéines : c’est la structure de la 
molécule d’ARN elle-même qui est responsable de l’activité [24]. Peu de temps après, en 
1983, le Dr Sidney Altman fait la découverte d’un deuxième ribozyme, la RNase P, qui est 
responsable de la maturation des ARNt en hydrolysant l’extrémité 5' des précurseurs des 
ARNt, et cela même en absence de sa sous-unité protéique [1]. Par la suite, la liste des 




Les ribozymes naturels sont impliqués dans des processus biochimiques importants 
pour la viabilité cellulaire, puisqu’il a été démontré qu’ils sont responsables de la synthèse 
protéique (ribosome), de la maturation des ARNt (RNase P) ainsi que de l’épissage des introns 
(spliceosome et introns des groupes I et II). Il existe aussi une classe de neuf petits ribozymes 
nucléolytiques qui possèdent des activités d’autoclivage, dont quatre ont été découverts dans 
les deux dernières années. Les descriptions des membres de ce groupe de petits ribozymes 
autoclivants se trouvent dans la section ci-dessous (section 1.1.3.2).   
 
1.1.3.2 Ribozymes autoclivants 
Les petits ribozymes autoclivants de source naturelle sont les ribozymes hammerhead, 
hairpin, glmS, hepatitis delta virus (HDV), Varkud satellite [31], twister, twister sister, le 
pistol et le hatchet [32]. La découverte récente des ribozymes twister sister, pistol et hatchet 
suggère qu’il reste encore d’autres ARN catalytiques à découvrir et que cette liste pourrait 
s’allonger dans les prochaines années [33].   
 
La réaction de clivage est commune à tous les petits ribozymes autoclivants avec une 
catalyse de type acide-base générale et il s’agit de la même réaction de clivage que celle 
effectuée par la première étape de la RNase A [34-36]. Bien que les ribozymes possèdent tous 
le même mécanisme de clivage, ils ont des séquences différentes pour la composition de leur 
site actif. La réaction de clivage est amorcée avec la déprotonation du nucléophile 2'-OH par 
une base, suivi de l’attaque du 2'-oxyanion activé sur le 3'-phosphate adjacent qui brise le lien 
oxygène-phosphate et de la protonation du groupe oxygène partant par un acide (figure 1.2). 
Les produits générés par le clivage ont des extrémités 2',3'-cyclique phosphate et 5'-hydroxyle 
analogues aux produits obtenus suite au clivage par la protéine RNase A. La réaction de 
clivage s’effectue avec une inversion de configuration stéréochimique, qui implique un 
mécanisme de type SN2, dans lequel les nucléotides au site actif de clivage doivent être alignés 
dans un état de transition trigonal bipyramide, c’est-à-dire que l’angle de torsion entre le 
nucléophile 2'-OH, le phosphate au site de clivage et le groupe partant 5'-O doit être près de 
180°. En général, les ribozymes qui effectuent la réaction de clivage sont aussi capables 
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d’effectuer la réaction inverse qui correspond à la ligation [34-36]. Les ribozymes utilisent 
donc les mêmes stratégies catalytiques que les enzymes comme la RNase A, pour effectuer le 
clivage. Il existe quatre grandes stratégies catalytiques qui peuvent être utilisées pour accélérer 
cette réaction de transestérification [37]. Ces stratégies sont la formation de la géométrie 
alignée (in line) au site de clivage, la neutralisation de la charge négative des oxygènes non 
liés du phosphate, la déprotonation du nucléophile 2'-OH et la neutralisation de la charge du 
groupe 5'-O partant. Les ribozymes peuvent employer des combinaisons de ces différentes 
stratégies, pour catalyser leur réaction de clivage [37]. 
 
 
Figure 1.2 Mécanisme de clivage des petits ribozymes autoclivants.   
La catalyse acide-base générale implique la déprotonation du nucléophile 2'-OH par une base, 
l’attaque du 2'-O sur le 3'-phosphate dans la géométrie alignée et la protonation du groupe 
partant 5'O par l’acide. (Provenant de [33]). 
 
La réaction de clivage des ribozymes dépend d’une variété de cations métalliques ou 
non métalliques, mais ceux-ci semblent souvent jouer un rôle indirect sur la réaction de 
clivage. Ils sont plutôt nécessaires pour le bon repliement des structures secondaires et 
tertiaires des ribozymes, afin de permettre la bonne orientation des groupes réactifs au site 
actif. Pour stabiliser les structures d’ARN compactes, les cations divalents sont meilleurs que 
les cations monovalents pour lesquels des concentrations de l’ordre du molaire sont requises 
pour permettre le clivage. Le magnésium est le métal le plus efficace pour l’activité de la 
majorité des ribozymes autoclivants, bien que dans certains cas, ce soit par peu de différence 
par rapport à d’autres métaux [38]. Chaque ribozyme démontre des besoins différents pour les 
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métaux, les groupes fonctionnels requis ou les intervalles de pH, ce qui signifie que les 




Figure 1.3 Caractéristiques structurales et modèles du site de clivage proposés pour les 
ribozymes autoclivants. 
Les structures secondaires (à gauche), les structures cristallines (au centre) des ribozymes 
complets et les modèles du site de clivage (à droite) sont présentées pour les ribozymes (A) 
HDV (B) hammerhead (C) hairpin (D) VS (E) glmS et (F) twister. Les sites de clivage sont 
indiqués par des flèches rouges dans les structures secondaires et des brins rouges dans les 




1.1.3.2.1  Le ribozyme hammerhead 
Le ribozyme hammerhead est très répandu dans la nature et il a été le premier petit 
ribozyme autoclivant à avoir été découvert chez un pathogène de plante. La première fonction 
qui a été associée au ribozyme hammerhead est dans le traitement des transcrits de la 
réplication en cercle roulant (rolling circle) [39]. On le retrouve maintenant dans divers 
génomes chez les procaryotes et les eucaryotes et en fonction du contexte dans lequel il se 
trouve, les fonctions biologiques reliées à ses réactions d’autoclivage et d’autoligation peuvent 
varier [40-42]. Par exemple, il y a une séquence du ribozyme hammerhead, dans le 3'UTR des 
gènes C-type lectin type II (Clec2) chez les mammifères, avec une séquence qui est séparée en 
deux sections, car elle est interrompue par une centaine de nucléotides [43]. Le repliement est 
fonctionnel pour ce ribozyme dans le génome et le clivage a pour conséquence de réduire 
l’expression protéique liée au gène. La fonction pour le ribozyme hammerhead dans ce 
contexte pourrait être d’apporter une contribution dans un système de régulation génique 
complexe [43]. La structure secondaire minimale associée au ribozyme hammerhead, est 
composée d’un centre catalytique comprenant une dizaine de nucléotides conservés et 
essentiels à la fonction de clivage, duquel émergent trois hélices (figure 1.3 B). Par contre, la 
séquence naturelle contient aussi une interaction boucle-boucle (entre la boucle terminale de la 
tige II et la boucle interne de la tige I) qui est importante pour un repliement efficace du 
ribozyme et une activité de clivage rapide en conditions physiologiques. Il est possible aussi 
de faire le clivage avec une version trans du ribozyme, mais avec une activité réduite à cause 
de l’absence de l’interaction boucle-boucle [44]. Dans l’une des structures du ribozyme 
hammerhead obtenue par cristallographie, il est possible d’observer l’interaction boucle-
boucle qui induit l’organisation structurale du centre catalytique et l’orientation alignée (in 
line) au site de clivage [46]. Cette structure est en accord avec le mécanisme enzymatique 
proposé, car les nucléotides impliqués dans la réaction de clivage, les nucléotides G8 (2'-OH 
de G8) et G12 (N1 du G12), qui agissent comme acide et base se retrouvent près du site de 




1.1.3.2.2 Le ribozyme hairpin 
Le ribozyme hairpin est présent dans l’un des brins des ARN satellites du virus des 
taches en anneaux du tabac (Tobacco ringspot virus), du virus de la mosaïque jaune de la 
chicorée (chicory yellow mottle) et du virus de la mosaïque de l’arabette (arabis mosaic) [39, 
47, 48]. Sa présence dans l’ARN viral est accompagnée d’un ribozyme hammerhead dans le 
brin opposé et ensemble, ces ribozymes sont impliqués dans le traitement des ARN 
multimériques à la suite de la réplication en cercle roulant. La structure secondaire du 
ribozyme hairpin se compose de quatre hélices connectées par une jonction à quatre voies 
(figure 1.3 C). Par contre, la structure secondaire minimale du ribozyme hairpin est composée 
seulement de deux domaines hélice-boucle-hélice, A et B, qui peuvent être situés sur le même 
brin ou sur deux brins différents pour une version trans du ribozyme [49]. La structure 
cristalline montre que le site actif se forme par une interaction boucle-boucle entre les boucles 
internes des domaines A et B, qui contiennent le site de clivage et les nucléotides importants 
pour la catalyse [50]. Dans le mécanisme enzymatique proposé, le nucléotide G8 (N1 du G8) 
se trouvant dans la boucle A, est la base et le nucléotide A38 (N1 de A38) de la boucle B, est 
l’acide permettant la réaction de clivage [51]{Rupert, 2002 #170}.    
 
1.1.3.2.3 Le ribozyme glmS 
Le ribozyme glmS est retrouvé chez plusieurs bactéries à Gram positif et il se situe 
dans le 5'UTR de l’ARNm glmS qui encode de la synthase glucosamine-6-phosphate [52]. Ce 
ribozyme est aussi un riborégulateur, puisque sa catalyse est activée par la liaison d’un ligand 
et cette liaison permet la régulation d’un gène. Pour le ribozyme glmS, le ligand est la 
glucosamine-6-phosphate (GlcN6P) et la réaction de clivage est impliquée dans la régulation 
du gène glmS. En réponse à la liaison de la GlcN6P, le clivage du ribozyme va induire la 
dégradation de la séquence codante en aval et entrainer la diminution de la synthèse de 
l’enzyme qui produit la GlcN6P. Puisque la protéine glmS est instable, la destruction de 
l’ARNm mène à une régulation négative de l’activité enzymatique. La structure secondaire 
minimale pour l’activité du ribozyme comprend les tiges P1 et P2, mais l’activité de clivage 
est meilleure avec les tiges P3 et P4 (figure 1.3 E) [52, 53]. La structure cristalline a démontré 
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que le ribozyme forme trois empilements d’hélices et deux pseudonoeuds entrelacés [54, 55]. 
Le centre du ribozyme est composé des tiges P1, P2, P2.1 et P2.2 et il contribue au site de 
liaison de la GlcN6P, en plus de contenir le site de clivage. Contrairement à un riborégulateur 
pour lequel la liaison du ligand induit un changement de conformation majeur, la liaison de la 
GlcN6P joue un rôle biochimique plutôt que structural chez le ribozyme glmS. Pour la réaction 
de clivage, les expériences ne permettent toujours pas de déterminer la base et l’acide, mais le 
nucléotide G640 (N1 de G640) et la GlcN6P sont suggérés pour remplir ces deux rôles [56, 
57].   
 
1.1.3.2.4 Le ribozyme HDV 
Le ribozyme HDV provient du génome ARN du virus de l’hépatite delta (HDV) qui est 
considéré comme un satellite du virus de l’hépatite B humaine [58, 59]. Les brins génomiques 
et antigénomiques de l’ARN du virus du HDV codent chacun pour des ribozymes HDV 
distincts, mais qui ont une structure secondaire similaire. Ils ont pour fonction le traitement 
des intermédiaires de réplication d’ARN viraux, qui ont été générés par un mécanisme de 
cercle roulant. Une version du ribozyme HDV, le ribozyme CPEB3, a été découverte chez 
l’humain dans l’intron du gène CPEB3, qui appartient à une famille de gènes qui régulent la 
polyadénylation des ARNm [60]. Le site catalytique du ribozyme HDV est composé de six 
nucléotides conservés et la structure secondaire minimale du ribozyme requiert environ 60 
nucléotides, pour permettre son repliement caractéristique dans une structure de pseudonoeuds 
double entrelacé (figure 1.3 A) [61]. Il existe plusieurs versions trans du ribozyme qui sont 
fonctionnelles. Les structures cristallines révèlent que le ribozyme se replie dans deux 
empilements d’hélices : le premier étant P1, P1.1 et P4 et le deuxième, P2 et P3 [62, 63] 
{Thaplyal, 2015 #621}. Le mécanisme de clivage du ribozyme HDV est unique à travers les 
ribozymes autoclivants, car il est le seul petit ribozyme à avoir besoin d’un métal divalent pour 
la catalyse. Le nucléotide C75 (N3 de C75) joue le rôle d’acide et le magnésium hydraté est la 
base. L’acide et la base ont pu être repérés dans la structure cristalline à proximité du site de 
clivage. Par conséquent, ce ribozyme a besoin de métaux non seulement pour permettre son 
repliement comme les autres ribozymes, mais aussi pour accomplir son activité de clivage.  
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1.1.3.2.5 Le ribozyme VS 
Le ribozyme VS a été découvert dans certaines souches du champignon microscopique 
Neurospora et il est impliqué dans le traitement des transcrits de la réplication en cercle 
roulant [64]. Il est le plus gros des petits ribozymes autoclivants avec une séquence minimale 
d’environ 150 nucléotides (figure 1.3 D). Sa structure secondaire se divise en six domaines 
hélicoïdaux (I à VI) et la structure tertiaire déterminée par cristallographie montre qu’une 
interaction kissing-loop (interaction boucle-boucle entre deux boucles terminales) ainsi que 
deux jonctions à trois voies facilitent le repliement du ribozyme et la formation du site actif 
[65, 66]. Le site actif contient les nucléotides importants pour la catalyse et il est formé par 
l’interaction entre la boucle interne du domaine hélicoïdal I (qui contient le site de clivage) et 
la boucle interne du domaine hélicoïdal VI. La version trans du ribozyme est composée des 
domaines hélicoïdaux II à VI et le substrat est la tige-boucle I [67]. Les nucléotides impliqués 
dans le mécanisme de la réaction de clivage sont le nucléotide G638 (N1 du G638) situé dans 
la boucle interne de SLI et le nucléotide A756 (N1 du A756) dans la boucle interne de SLVI et 
ils sont proposés comme base et acide, respectivement [68]{Suslov, 2015 #200}.  
 
1.1.3.2.6 Le ribozyme twister 
Le ribozyme twister est un motif d’ARN qui a été identifié par une approche bio-
informatique dans diverses espèces eucaryotes et bactériennes, en cherchant les bases de 
données pour des motifs de structures secondaires récurrents [69]. Il existe des milliers de 
représentants dans les systèmes vivants et cette grande présence laisse croire qu’ils pourraient 
avoir des fonctions biologiques variées. Plusieurs ribozymes twister et hammerhead sont situés 
à quelques kilobases de distance près de certains gènes codants pour des protéines, ce qui 
suggère qu’ils pourraient avoir des fonctions jumelées. La structure secondaire minimale pour 
l’activité du motif se divise en 3 tiges (P1, P2 et P3) et 3 boucles (L1, L2 et L4). La présence 
de deux pseudonoeuds (PK1 et PK2) est importante pour la structure tertiaire et l’activité de 
clivage (figure 1.3 F). Plusieurs structures cristallographiques ont confirmé la présence de ces 
pseudonoeuds, en plus de révéler une structure globale dans laquelle les hélices P1 et P2 sont 
coaxialement alignées [70-72]. Il existe une version trans du ribozyme qui est active et qui 
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démontre un clivage très rapide [69]. Une guanine est suggérée pour occuper la place de base. 
L’identité de l’acide n’a pas été déterminée, mais il a été suggéré qu’une adénine ou un ion 




Figure 1.4 Structures secondaires des ribozymes découverts récemment. 
Séquences consensus et modèles des structures secondaires des ribozymes (A) twister sister, 
(B) pistol et (C) hatchet.  Les purines sont indiquées par la lettre R et les pyrimidines par un Y.  
Le site de clivage est indiqué par une flèche noire.  (Adaptée de [32]).   
 
1.1.3.2.7 Le ribozyme twister sister 
Le ribozyme twister sister a hérité son nom en raison de sa ressemblance au ribozyme 
twister, qui lui ressemble autant au niveau de la séquence que de la structure secondaire [32]. 
Il a été découvert en explorant les génomes d’ADN bactérien, à la recherche de structures 
secondaires conservées qui se trouvent près des séquences de ribozymes hammerhead ou 
twister (moins de 6 kilobases). Sa structure secondaire ressemble beaucoup au ribozyme 
twister, car l’arrangement des tiges P1 à P5 est similaire dans les deux ribozymes et ils ont des 
nucléotides en commun dans la boucle P4 (ou L4) (figure 1.4 A). La différence majeure avec 
le ribozyme twister est que le ribozyme twister sister ne contient aucun des pseudonoeuds, qui 
jouent un rôle crucial chez le ribozyme twister. Il existe une version trans du ribozyme, avec 
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un ribozyme d’environ 50 nucléotides et un substrat d’environ 20 nucléotides. Les nucléotides 
impliqués dans la catalyse n’ont pas encore été déterminés, puisque la découverte du ribozyme 
est récente. Des expériences supplémentaires seront nécessaires, pour connaitre la fonction du 
ribozyme et la composition de son site actif [32]. 
 
1.1.3.2.8 Le ribozyme pistol 
Les ribozymes pistol et hatchet ont été découverts de la même façon que le ribozyme 
twister sister et tout comme pour le ribozyme twister sister, il n’y a pas encore de fonctions qui 
sont associées à leurs activités de clivage [74]. La structure secondaire du ribozyme pistol 
comporte trois tiges (P1, P2 et P3), ainsi qu’un pseudonoeud entre la boucle P1 et la 
jonction P2-P3 (figure 1.4 B). Il est possible de faire une version trans du ribozyme qui 
comporte environ 50 nucléotides et son substrat environ 15 nucléotides. Comme pour le 
ribozyme twister sister, il faudra faire plus d’expériences pour connaitre la composition du site 
actif [74].   
 
1.1.3.2.9 Le ribozyme hatchet 
La séquence consensus et la structure secondaire du ribozyme hatchet ont été 
déterminées grâce à l’alignement de plus de 159 séquences du ribozyme hatchet [75]. La 
séquence minimale active pour la catalyse est composée de quatre tiges (P1 à P4). Les 
nucléotides les plus conservés sont situés dans la jonction entre P1 et P2 et dans le bulge entre 
P2 et P3 (figure 1.4 C). Il existe deux versions trans du ribozyme, selon la location de la 
séparation des brins qui peut être dans la boucle P1 ou P4. Les nucléotides impliqués au site 






Les ribozymes comme le hammerhead, le HDV et le twister se retrouvent répartis dans 
différents organismes et peuvent posséder des fonctions biologiques différentes selon 
l’organisme dans lequel ils se trouvent [33]. Par conséquent, les fonctions des ribozymes ne 
sont pas encore toutes connues. Ces ribozymes sont même localisés à proximité les uns des 
autres dans certaines régions introniques, ce qui pourrait suggérer de la coopération entre les 
ribozymes dans l’accomplissement de leurs fonctions. Si les ribozymes hammerhead, HDV et 
twister sont abondants dans la nature, ce n’est pas le cas des ribozymes hairpin et VS, qui 
n’ont été retrouvés qu’à peu d’endroits jusqu’à maintenant et qui sont associés à seulement 
une fonction. C’est ce qui explique que ces deux ribozymes, avec le ribozyme glmS, sont les 
seuls ribozymes qui démontrent une seule fonction biologique constante et claire : le ribozyme 
hairpin est important pour le traitement des génomes multimériques de l’ARN satellite viral, le 
glmS est un élément de contrôle génétique responsable de la boucle de rétroaction négative et 
le ribozyme VS est important pour le traitement des transcrits satellite du plasmide Varkud qui 
sont abondants. La découverte récente des ribozymes twister sister, pistol et hatchet suggère 
qu’il doit exister dans la nature d’autres motifs d’ARN avec des fonctions catalytiques à 
identifier et des motifs déjà connus qui restent à découvrir chez de nouveaux organismes, dans 
lesquels ils pourraient avoir des fonctions différentes [32]. 
 
Un intérêt des recherches effectuées sur les ribozymes est de pouvoir faire de 
l’ingénierie pour modifier leur activité ou pour leur faire accomplir de nouvelles fonctions. La 
plupart des ribozymes peuvent ainsi être modifiés de leur forme naturelle pour les utiliser pour 
le clivage en trans, pour les rendre plus petits, plus rapides ou pour développer des outils 
biochimiques en changeant leur substrat pour des ARN cibles (sujet de la section 1.3). Un 
ribozyme pour lequel il y a eu très peu d’ingénierie pour l’instant est le ribozyme VS de 
Neurospora, qui est l’objet des études de cette thèse.   
 
 
1.2 Le ribozyme VS de Neurospora 
Le plasmide VS a été découvert en 1990 dans le laboratoire du Dr Collins, dans les 
mitochondries de plusieurs souches du champignon Neurospora [64]. On le retrouve en 
présence du plasmide Varkud, dont il dépend puisqu’on ne le retrouve jamais sans sa présence, 
bien que le plasmide Varkud puisse se retrouver seul. Le plasmide VS est un ADN double 
brin, qui est présent en peu de copies et qui n’est pas dérivé du chromosome mitochondrial de 
Neurospora. In vivo, l’ARN complémentaire au plasmide VS se trouve majoritairement sous 
la forme d’un ARN simple brin circulaire de 881 nt et in vitro, il a été déterminé que la 
séquence du ribozyme actif occupe une région d’environ 150 nucléotides [76, 77]. Les 
expériences in vivo et in vitro montrent que le ribozyme VS effectue une réaction 
d’autoclivage et une réaction d’autoligation [78]. Ces réactions seraient impliquées dans sa 
fonction de traitement des transcrits d’ARN multimériques in vivo. La réplication du ribozyme 
VS se fait par un mécanisme qui s’apparente à la réplication en cercle roulant utilisée par 
d’autres ARN satellites, avec pour différence que la transcription se fait à partir d’un gabarit 
d’ADN et non à partir d’un gabarit d’ARN comme pour les autres ARN satellites (figure 1.5) 
[79]. La transcription du plasmide VS se fait à l’aide de l’ARN polymérase mitochondriale de 
Neurospora et elle est amorcée à un site relié à la séquence consensus promoteur de la 
polymérase, situé en amont du site de clivage du ribozyme à la position 601. La transcription 
génère un long transcrit d’ARN multimérique. La réaction d’autoclivage permet ensuite 
d’obtenir plusieurs copies monomériques et la réaction d’autoligation permet la formation de 
la forme circulaire de l’ARN VS qui est la plus stable in vivo. Par la suite, la transcriptase 
inverse du plasmide Varkud permet de produire l’ADN VS complémentaire correspondant à 
l’ARN VS, qui va ultimement permettre de générer le plasmide d’ADN double brin. L’ARN 
VS est répliqué comme un satellite du plasmide Varkud, puisqu’il dépend de celui-ci pour sa 






Figure 1.5 Mécanisme de réplication du ribozyme VS. 
Le plasmide VS d’ADN double brin est transcrit dans un ARN linéaire contenant plusieurs 
copies du ribozyme et la réaction d’autoclivage aux nombreux sites de clivage (entre les 
nucléotides 620 et 621) permet d’obtenir les ARN monomériques. La forme circulaire du 
ribozyme est obtenue par autoligation et la transcription inverse permet d’amorcer la 
production du plasmide d’ADN. (Adaptée de [79] et [33]).  
 
1.2.1 Structure secondaire 
La séquence minimale de la partie active du ribozyme VS peut être réduite à environ 
150 nucléotides [77]. La présence d’un seul nucléotide est requise en amont du site de clivage 
et le reste de la séquence du ribozyme est situé en aval. Les études de modification chimique 
et de mutagenèse ont démontré que la structure secondaire est divisée en six domaines 
hélicoïdaux nommés I à VI (figure 1.6) [80]. Le site de clivage se situe entre les 
nucléotides G620 et A621 dans la boucle interne de la tige-boucle SLI [76, 80] [76]. Cette 
séquence minimale composée de six domaines hélicoïdaux est efficace pour la réaction de 
clivage, mais elle est moins efficace pour la réaction inverse de ligation. En allongeant la 
séquence du ribozyme en 3' et en 5', un nouveau domaine hélicoïdal VII est formé et l’ajout de 




In vivo et in vitro, le ribozyme VS effectue la réaction de clivage et de ligation en cis, 
de façon intramoléculaire, avec la séquence complète du ribozyme composé des domaines 
hélicoïdaux I à VI. Par contre, il est possible d’effectuer in vitro une réaction en trans avec la 
tige-boucle SLI contenant le site de clivage synthétisé séparément du reste du ribozyme [67]. 
Dans la réaction en trans, SLI est le substrat et les domaines hélicoïdaux II à VI forment le 
domaine catalytique, aussi appelé le ribozyme trans.   
 
Figure 1.6 Structure secondaire du ribozyme VS. 
Le domaine catalytique du ribozyme VS est composé des domaines hélicoïdaux II à VI et le 
substrat est composé de la tige-boucle I (Ia et Ib) dans l’encadré. Le site spécifique de clivage 
est localisé entre les nucléotides G620 et A621 dans SLI et il est indiqué par une flèche noire. 
L’interaction kissing-loop I/V implique des interactions W-C entre les nucléotides encerclés 
en gris dans les boucles I et V. (Adaptée de [80] et [65]). 
 
1.2.2 Interaction kissing-loop I/V 
La reconnaissance du substrat SLI se fait par une interaction kissing-loop entre les 
boucles de SLI et de SLV (I/V) [65]. Ce mode de reconnaissance du substrat impliquant une 
interaction kissing-loop est unique parmi les ribozymes autoclivants. L’interaction kissing-
loop se définit par la formation de paires de bases entre les séquences complémentaires des 
boucles apicales provenant de deux tige-boucles différentes. Ce type d’interaction est très 
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répandu dans l’ARN et permet d’accomplir des fonctions biologiques diverses, telles que la 
dimérisation du génome du VIH-1 [82].   
 
L’interaction kissing-loop dans le cadre du ribozyme VS a comme fonction principale 
de permettre la reconnaissance du substrat SLI par le ribozyme, en plus de faciliter la 
formation du site actif du ribozyme [83]. L’interaction kissing-loop I/V est également 
accompagnée d’un réarrangement du substrat SLI, celui-ci passant d’une conformation 
inactive vers une conformation active pour la réaction de clivage [84, 85]. Pour toutes ces 
raisons, la présence de l’interaction kissing-loop I/V est requise pour obtenir une activité de 
clivage optimale. En l’absence de l’interaction kissing-loop I/V, la réaction de clivage par le 
ribozyme est quand même possible, mais la vitesse de réaction est grandement diminuée [85, 
86]. La présence de métaux, comme le magnésium, est importante pour permettre la formation 
de l’interaction kissing-loop et le réarrangement de SLI, mais aussi pour permettre la catalyse. 
 
Des études de mutagenèse ont permis d’identifier trois paires de bases W-C impliquées 
dans l’interaction kissing-loop I/V du ribozyme VS. Ces paires de bases impliquent les 
nucléotides G630, U631 et C632 de la boucle SLI et les nucléotides G697, A698 et C699 de la 
boucle SLV (figure 1.6) [65]. Ces études de mutagenèse ont aussi proposé que les boucles I et 
V contiennent des motifs U-turn, dont la présence a été confirmée plus tard par des études de 
RMN [87, 88]. Les motifs U-turn facilitent la formation des paires de bases entre les 
nucléotides de l’interaction kissing-loop. Le motif U-turn se définit par une séquence UNR 
dans laquelle le U représente une uridine, N peut être n’importe quel nucléotide et R est une 
purine. Ce motif va imposer un virage brusque dans le squelette ribose-phosphate entre les 
deux premiers nucléotides du motif (U et N) et provoquer l’empilement des deux nucléotides 
suivants (N et R). Ce motif permet ainsi d’exposer des nucléotides au solvant et de faciliter 
leur interaction avec d’autres nucléotides. La séquence UNR chez le ribozyme VS est 
composée des nucléotides U696-G697-A698 dans la boucle de SLV et des nucléotides U628-
C629-G630 dans la boucle de SLI [65, 87-89]. La structure RMN d’un complexe I/V a permis 
de confirmer qu’en plus des deux motifs U-turn et de la formation des trois paires de bases W-
C de l’interaction kissing-loop, l’interaction I/V est stabilisée par une paire de base sugar 
 
20 
edge/W-C, des ponts hydrogènes, de l’empilement de base, ainsi que par deux triplets de bases 
impliquant les nucléotides C629-A701-U695 et C626-G633-G634 (correspond aux 
nucléotides C626-G633-C634 dans le ribozyme VS naturel) (figure 1.7) [87]. Des études de 
thermodynamiques d’ITC ont permis d’établir que l’interaction kissing-loop I/V est très stable 




Figure 1.7 Structure RMN d’un complexe I/V. 
Structure tridimensionnelle de l’interaction kissing-loop entre SLI et SLV déterminée par 
RMN. Les lignes pointillées indiquent l’emplacement des ponts hydrogènes. Les nucléotides 
ombragés en orange représentent les interactions W-C et les nucléotides ombragés en vert et 
mauve représentent les triplets de bases. (A) Structure d’énergie minimale de l’interaction 
kissing-loop I/V. Les deux triplets de bases qui stabilisent la structure de l’interaction kissing-
loop sont représentés en (B) et (C). (D) Présentation schématique de l’interaction kissing-loop 
I/V. Les lignes pointillées indiquent des ponts hydrogènes définis sur la base de courtes 
distances dans l’ensemble des structures, les flèches grises indiquent les NOE (nuclear 
Overhauser effect) observés entre les résidus et les boites grises représentent l’empilement de 
bases. (Tirée de [87]).  
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Les boucles SLI et SLV de l’interaction kissing-loop I/V forment une unité modulaire 
du ribozyme VS, puisqu’il est possible de reconstituer l’interaction entre les deux tige-boucles 
isolées sans la présence du ribozyme complet [85]. Des études de protection avec des radicaux 
hydroxyles en présence et en absence de l’interaction kissing-loop I/V ont démontré que cette 
interaction est importante pour l’interaction de SLI avec le reste du ribozyme, mais que les 
boucles I et V ne semblent pas interagir avec le reste du ribozyme [83]. De plus, les études de 
titrage calorimétrique isotherme confirment la modularité de l’interaction, car la constante de 
dissociation pour l’interaction entre SLI et le ribozyme complet est similaire à la constante de 
dissociation de l’interaction SLI avec une tige-boucle SLV isolée [90]. 
 
1.2.3 Activation du substrat 
Le premier indice qui a suggéré un changement de conformation dans le substrat SLI, 
est relié au nucléotide C634, dont la protection par des modifications chimiques des faces 
W-C change suite à l’ajout de magnésium [80]. En absence de magnésium, il est protégé des 
modifications, mais il devient réactif suite à l’ajout de magnésium. Ce changement de 
comportement s’effectue dans SLI en présence du ribozyme et du magnésium (figure 1.8). Il 
est maintenant clair qu’il existe deux conformations du substrat qui ont été définies par des 
expériences de SELEX, de mutagenèse et de modifications chimiques et il s’agit d’une 
conformation active nommée shifted et d’une conformation inactive nommée unshifted [84].   
 
1.2.3.1 Conformation unshifted 
Dans la conformation unshifted, les nucléotides de la tige Ib G623-G624-G625 sont 
appariés avec les nucléotides C634-C635-C636 et il y a six nucléotides qui forment la boucle 
interne de SLI (figure 1.8 A). Les structures RMN du SLI dans la conformation unshifted 
révèlent que la boucle interne contient trois paires de bases non canoniques, qui impliquent les 
six nucléotides de la boucle interne [91, 92].   Il s’agit d’une paire de base cis W-C/W-C A+-C 
avec les nucléotides A622+ et C637 et de deux interactions trans Hoogsteen-sugar edge G-A 
impliquant les nucléotides G620-A639 et A621-G638 (figure 1.9 A). Flinders et al ont 
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proposé que la liaison de SLI à la tige-boucle SLV du ribozyme change l’équilibre vers une 
conformation ouverte de la boucle interne du substrat qui libère C637 pour lui permettre de 
s’apparier avec G623, ce qui libère à son tour C636 et amorce une séquence de glissement de 
brin qui se propage dans le reste de l’hélice Ib pour induire le changement de conformation 
vers la conformation shifted [92]. Ce modèle est également compatible avec les études RMN 
plus récentes effectuées avec plusieurs complexes SLI/SLV [87]. 
 
Figure 1.8 Réarrangement de la structure de SLI lors de la liaison de la tige-boucle V. 
Changement de conformation du substrat SLI induit par l’ajout du magnésium et du ribozyme 
ou de la tige-boucle SLV isolé. (A) Dans la conformation unshifted du substrat, les 
nucléotides G623-G624-G625 sont appariés avec les nucléotides C634-C635-C636 et (B) dans 
la conformation shifted, les mêmes nucléotides G623-G624-G625 sont maintenant appariés 
avec les nucléotides C635-C636-C637. Suite à ce réarrangement du substrat, le 
nucléotide C634 se retrouve exclu de l’hélice et il y a un nucléotide en moins dans la boucle 
interne du site de clivage. (Adaptée de [84]). 
 
1.2.3.2 Conformation shifted 
Lors de l’activation du substrat SLI vers la conformation shifted, il se produit un 
réarrangement dans l’appariement des nucléotides de la tige Ib qui fait en sorte que les 
nucléotides G623-G624-G625 interagissent maintenant avec les nucléotides C635-C636-C637 
(figure 1.8 B). Dans la conformation shifted, le nucléotide C634 n’est plus impliqué dans une 
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paire de base et il y a cinq nucléotides dans la boucle interne du site de clivage. Dans la 
structure RMN de SLI de la conformation shifted, les cinq nucléotides de la boucle interne 
forment trois paires de bases trans hoogsteen-sugar edge G-A (figure 1.9 A et B). Deux de ces 
paires de bases sont communes avec la conformation unshifted, G620-A639 et G638-A621, 
tandis que pour la troisième paire de base, le nucléotide G638 se partage pour faire une 
nouvelle paire de base G-A avec A622. Une autre similarité avec la structure unshifted est 
l’empilement interbrin entre les guanines (G620-G638) et les adénines (A621-A639) qui est 
typique des motifs associés aux paires de bases G-A. La différence entre les structures 
implique le nucléotide C637 qui fait une interaction avec A622 dans la conformation 
unshifted, mais qui fait une interaction W-C avec G623 de l’hélice Ib dans la conformation 
shifted. La structure RMN de la boucle interne du site de clivage dans la conformation active 
comporte beaucoup de similarités avec les structures RMN de la conformation inactive du 
substrat et seulement quelques différences subtiles les différencient (figure 1.9 B). Par contre, 
il n’y a que la forme active de SLI qui peut être clivée en présence de magnésium [93]. 
 
 
Figure 1.9 Comparaison des structures des conformations active et inactive de la boucle 
interne de SLI.   
(A) Structures secondaires qui montrent l’appariement des nucléotides dans la boucle interne 
du substrat SLI qui contient le site de clivage dans la conformation inactive à gauche et la 
conformation active à droite. (B) Superposition des structures RMN (stereoview) de la boucle 
interne de SLI dans la conformation inactive (couleurs pastel) et dans la conformation active 
(couleurs foncées). (Tirée de [93]). 
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L’activation du substrat et l’interaction kissing-loop I/V peuvent s’effectuer sans la 
présence du ribozyme complet, avec les tige-boucles SLI et SLV isolées en présence de 
magnésium [85]. Par contre, la tige-boucle SLV isolée n’est pas suffisante pour permettre le 
clivage de SLI. Il est possible de faire le design d’un substrat SLI dans une conformation 
preshifted avec la mutation C634G, c’est-à-dire un substrat qui est toujours dans la 
conformation active. Ce substrat preshifted peut être utile pour simplifier des études cinétiques 
enzymatiques ou thermodynamiques, par exemple, pour étudier l’effet d’une mutation 
seulement sur l’interaction kissing-loop I/V. Par contre, ce substrat preshifted ne peut pas 
compenser pour une absence de l’interaction kissing-loop I/V, bien qu’un substrat shifted soit 
plus facilement lié par le ribozyme [94]. Par conséquent, pour obtenir une activité de clivage 
optimale, la présence du ribozyme, du magnésium, de l’interaction kissing-loop I/V intacte et 
d’un substrat shifted ou preshifted est requise [85, 94, 95].    
 
1.2.4 Réaction de clivage 
Le mécanisme de clivage du ribozyme VS implique une catalyse de type acide-base 
générale qui est commune aux ribozymes autoclivants et qui a été décrite de façon générale à 
la section 1.1.3.2.   
 
1.2.4.1 Le nucléotide A756 
Le site actif du ribozyme VS a été identifié initialement en cherchant un nucléotide qui 
pourrait être à proximité du site de clivage, situé entre les nucléotides G620 et A621. Une 
expérience de cross-link a permis de constater que le nucléotide A621 en aval du site de 
clivage effectue un cross-link avec le nucléotide A756 de la boucle A730 de SLVI, autant dans 
des conditions de clivage que de ligation [96]. Ce cross-link est une preuve que la 
boucle A730 est à proximité du site de clivage et qu’il fait partie du site actif du ribozyme. 
Des études précédentes de mutagenèse avaient démontré que le nucléotide A756 et la 
boucle A730 jouent un rôle critique dans la catalyse, mais elles n’avaient pas encore identifié 
la boucle A730 comme étant une partie intégrante du site actif du ribozyme [97-99]. Dans la 
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boucle A730, c’est le nucléotide A756 qui semble le plus important, car c’est le nucléotide de 
la boucle dont la substitution par un autre nucléotide provoque le plus gros effet sur l’activité 
de clivage et de ligation [99-103]. Des études supplémentaires sur A756 révèlent que c’est la 
base qui est importante, plus particulièrement la face W-C et que le ribose pourrait avoir  
seulement une fonction structurale dans le repliement de la boucle A730 [104].   
 
1.2.4.2 Le nucléotide G638 
Les expériences de mutagenèse ont également identifié le nucléotide G638 comme 
étant impliqué dans l’étape limitante de transfert de proton de la réaction [105, 106]. Les deux 
nucléotides impliqués dans la catalyse acide-base générale sont le nucléotide G638 de la 
boucle SLI et le nucléotide A756 de la boucle SLVI, par contre ces expériences n’étaient pas 
suffisantes pour identifier lequel est l’acide et lequel est la base. Des études de cinétique 
enzymatique en fonction du pH pour différentes mutations des nucléotides A756 et G638 
proposent que le nucléotide A756 est l’acide de la réaction de clivage et le nucléotide G638 est 
la base (figure 1.10) [68]. 
 
 
Figure 1.10 Mécanisme proposé de clivage au site actif du ribozyme VS. 
Représentation schématique de la catalyse acide-base générale au site actif du ribozyme, qui 
implique A756 comme acide et G638 comme base. Les lignes pointillées et les flèches 




Figure 1.11 Représentation schématique des structures des sites actifs des ribozymes 
hairpin et VS.   
Les sites actifs des ribozymes sont encadrés pour (A) le ribozyme hairpin et pour (B) le 
ribozyme VS. Le phosphate au site de clivage est encerclé et les nucléotides importants pour la 
catalyse acide-base générale sont identifiés (adénine et guanine). (Tirée de [107]). 
 
1.2.4.3 Comparaison avec le site actif du ribozyme hairpin 
Le site actif du ribozyme VS partage de grandes similarités avec le site actif du 
ribozyme hairpin, en plus de partager le même mécanisme de clivage [107]. Pour les deux 
ribozymes, l’acide est une adénine et la base est une guanine. Les deux sites actifs sont 
générés par l’interaction entre deux boucles internes de deux hélices différentes, qui 
permettent d’amener à proximité le site de clivage, ainsi que les deux nucléotides impliqués 
dans la catalyse acide-base générale (voir figure 1.11). Dans le cas du ribozyme VS, ce sont 
les boucles internes de SLI et SLVI qui forment le site actif et pour le ribozyme hairpin, ce 
sont les boucles internes A et B.  Les sites actifs adoptent une topologie identique avec la 
guanine, qui joue le rôle de base, dans le brin opposé au site de clivage et l’adénine, qui joue le 
rôle d’acide, dans la seconde boucle. Dans le ribozyme VS, on retrouve le site de clivage et la 
base G638, dans la boucle SLI et l’acide A756, dans la boucle SLVI. Dans le ribozyme 
hairpin, c’est dans la boucle A que l’on retrouve le site de clivage de même que la base G8 et 
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dans la boucle B se trouve l’acide A38. Les ressemblances vont jusque dans les structures 
tertiaires des ribozymes dans lesquelles la guanine catalytique est empilée sous le 
nucléotide N-1 et l’adénine catalytique est empilée sur le nucléotide N+1. De plus, dans les 
deux ribozymes, un motif S-turn est responsable de l’extrusion de l’adénine catalytique dans 
un sillon mineur élargi et lui permet de s’orienter vers le groupe partant. Finalement, chez ces 
deux ribozymes, un motif L-platform est observé qui permet l’orientation de la guanine 
catalytique vers le nucléophile 2'-OH et forme un empilement avec la base du L formée par la 
paire de base non canonique entre le nucléotide en 5' du site de clivage et le nucléotide 
immédiatement en 3' de la base [66]. 
 
1.2.4.4 Conditions pour la réaction de clivage 
La réaction de clivage nécessite des conditions particulières pour atteindre son activité 
optimale et ces conditions varient en fonction de la séquence du ribozyme utilisé. Par exemple, 
la température optimale pour la réaction de clivage se situe entre 40 °C et 50 °C pour un 
ribozyme mutant en cis, mais elle est de 30 °C pour un ribozyme mutant en trans [67, 108]. La 
réaction de clivage optimale nécessite des métaux divalents comme le magnésium avec des 
concentrations variant de 10 à 25 mM, même si celui-ci n’a pas de rôle direct dans la catalyse 
[67, 108]. La nécessité des métaux est plutôt associée à la formation de la structure active du 
ribozyme. Les conditions pour le clivage optimal comprennent la présence de KCl, de 
spermidine et de Tris-HCl pour l’ajustement du pH entre 7.5 et 8 [108]. Des métaux divalents 
autres que le magnésium, comme le manganèse et le calcium peuvent aussi soutenir l’activité, 
mais ils sont moins efficaces [108]. Pour le ribozyme en trans, des ions monovalents comme 
le sodium, le lithium et les ions ammonium peuvent permettre le clivage, mais à des 
concentrations de l’ordre du molaire [109]. Les dénaturants comme l’urée et le formamide 
inhibent la réaction de clivage [108]. Le cobalt hexammine qui est un analogue du magnésium 
hydraté permet un repliement du ribozyme similaire à celui avec le magnésium, mais 
déstabilise l’interaction kissing-loop et ne permet pas le clivage du ribozyme, ce qui signifie 
qu’il y a des sites de liaisons de métaux importants pour le clivage, qui ne peuvent pas être liés 
par le cobalt hexammine [110]. La viomycin et la spermine permettent d’obtenir une phase de 
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clivage très rapide pour le ribozyme en cis, qui est suivi d’une phase de clivage moins rapide 
[111, 112]. Ces deux phases sont expliquées par la formation de multimères qui permettent le 
clivage en trans des ribozymes en cis. Cependant, une fraction des ribozymes est inactive et ne 
peut pas cliver, possiblement attribuable à l’adoption d’une conformation inactive [111, 112].   
 
1.2.5 Études structurales 
1.2.5.1 Premier modèle de basse résolution du ribozyme VS 
Le premier modèle de la structure tertiaire a été obtenu sur la base de données 
biochimiques impliquant des expériences de footprinting avec des radicaux hydroxyles [83]. 
Ce modèle a mis en valeur un centre protégé du solvant qui est composé de régions près des 
jonctions II-III-VI et III-IV-V, de l’interaction kissing-loop I/V et des domaines hélicoïdaux II 
et VI.   De plus, ces expériences montrent que le repliement des deux jonctions est 
indépendant de la formation de l’interaction kissing-loop I/V. À partir de l’information 
obtenue des expériences de footprinting avec les radicaux hydroxyles, ainsi que l’information 
obtenue à partir de d’autres expériences de modification chimique et de mutagenèse, un 
modèle a pu être généré pour la structure tertiaire du ribozyme (figure 1.12 A et B). Dans ce 
modèle, les domaines hélicoïdaux II et VI forment une crevasse qui va permettre au substrat 
SLI de venir se placer pour la formation du site actif du ribozyme. L’interaction kissing-loop 
I/V est requise pour la formation de ce centre catalytique composé des domaines 
hélicoïdaux II, VI et I. 
 
1.2.5.2 Deuxième modèle de basse résolution du ribozyme VS 
Un second modèle de basse résolution a été généré, en se basant sur des études de 
comparaison de mobilité sur gel d’électrophorèse à l’état natif et sur des études de FRET 
(Förster resonance energy transfer) effectuées sur les jonctions à trois voies isolées II-III-VI 
et III-IV-V (figure 1.13 A) [113, 114]. Le modèle représente les orientations relatives des 
hélices par rapport aux autres hélices de leur jonction et il n’inclut pas les nucléotides compris 
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dans les bulges et la boucle A730. Le substrat SLI a ensuite été placé en respectant deux 
règles : (1) positionner l’extrémité 3' du substrat SLI à proximité de l’extrémité 5' du domaine 
hélicoïdal II comme dans le ribozyme en cis et (2) placer la boucle terminale du substrat SLI 
dans une position crédible pour effectuer l’interaction kissing-loop I/V. La structure globale du 
ribozyme est organisée par les deux jonctions à trois voies et la formation de cette structure est 
dépendante du magnésium.   Le modèle montre que les hélices III, IV et VI sont entassées 
coaxiallement et que les hélices II et VI sont bien positionnées afin de former la crevasse pour 
accueillir le substrat SLI et permettre la formation du site actif. 
 
Figure 1.12 Modèles de la structure tertiaire du ribozyme VS. 
La structure tridimensionnelle est déterminée en accord avec les données biochimiques, 
incluant des études de footprinting avec des radicaux libres. (A) Le site de clivage est indiqué 
par la flèche noire dans la boucle de SLI et (B) les hélices sont représentées par des cylindres 
et les connections entre les hélices sont représentées par des lignes noires. (Tirée de [115] et 
[83]). 
 
1.2.5.3 Troisième modèle de basse résolution du ribozyme VS 
Le troisième modèle de basse résolution a été effectué par la méthode de diffusion des 
rayons X aux petits angles (SAXS), qui permet d’obtenir de l’information structurale sur des 
macromolécules en solution, mais qui ne permet pas d’avoir des structures de résolution 
atomique (figure 1.13 B) [116]. Pour les expériences de SAXS, un ribozyme contenant les 
domaines hélicoïdaux I à VII est utilisé pour la version cis et un ribozyme contenant les 
domaines hélicoïdaux II à VII est utilisé pour la version trans. Les expériences de SAXS ont 
permis de générer des enveloppes moléculaires dans lesquelles les domaines hélicoïdaux ont 
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été positionnés d’abord sous forme de cylindres et ceux-ci sont ensuite remplacés par des 
hélices. Le modèle global montre que les deux jonctions occupent une fonction clé dans 
l’architecture du ribozyme et le modèle est compatible avec les études de modifications 
chimiques et les études de FRET. De plus, ce modèle place à proximité la boucle du site de 
clivage de SLI et la boucle A730 de SLVI, ce qui est cohérent avec la formation du site actif 
pour la réaction de clivage. 
 
Figure 1.13 Modèles des structures tertiaires du ribozyme VS basés sur le FRET, le 
SAXS et la RMN. 
Les modèles des structures tridimensionnelles sont basés sur des expériences de (A) FRET qui 
inclut les domaines hélicoïdaux I à VI, de (B) SAXS qui inclut les domaines hélicoïdaux I à 
VII et de (C) RMN qui inclut les domaines hélicoïdaux I à VI. Le site de clivage est indiqué 
par une sphère mauve pour le modèle de SAXS et par une sphère rouge pour les modèles de 
FRET et RMN. (Tirée de [113, 116, 117]). 
 
1.2.5.4 Structures RMN 
Face à la difficulté d’obtenir une structure du ribozyme complet à haute résolution, une 
stratégie de « diviser pour mieux régner » a été employée pour obtenir un modèle global RMN 
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à partir de structures RMN de haute résolution des sous-domaines isolés. Cette approche fait la 
supposition que le repliement d’un sous-domaine est comparable entre le contexte du sous-
domaine isolé et celui du ribozyme entier.   
 
1.2.5.4.1 Structures RMN des domaines hélicoïdaux I et V 
Tout d’abord, les structures RMN de la tige-boucle SLI ont été résolues dans les 
conformations inactive et active (voir section 1.2.3). Pour la tige-boucle V, deux structures ont 
été obtenues, en présence et en absence de magnésium [88, 118]. Les similarités entre les 
structures de la tige-boucle SLV avec et sans magnésium sont la présence d’empilement entre 
G697, A698 et C699 et la présence d’un virage brusque dans le squelette ribose-phosphate 
après le U696. Dans les deux structures, il y a la présence d’un motif U-turn, qui est relâché en 
absence de magnésium et il devient compact suite à l’ajout du magnésium qui promeut la 
formation de ponts H et d’empilements de bases additionnels. La plus grande différence entre 
les deux structures de SLV est la position du nucléotide U700 qui passe du sillon mineur au 
sillon majeur, suite à l’ajout de magnésium. En comparant les structures RMN des tige-
boucles SLI et SLV isolées et la structure des tige-boucles SLI et SLV dans le complexe I/V 
(décrite à la section 1.2.2), il y a des changements mineurs au niveau de la boucle V et le 
substrat SLI passe d’un état libre désordonné à un état plus ordonné dans le complexe. Cet état 
désordonné peut contribuer à sa reconnaissance par la boucle V pour favoriser l’interaction 
kissing-loop I/V [87].  
 
1.2.5.4.2 Structures RMN du domaine hélicoïdal VI 
 Il existe deux structures RMN du domaine hélicoïdal VI qui ont été effectuées sur 
différentes séquences tronquées de SLVI et les structures obtenues représentent des 
conformations active et inactive de SLVI. La structure RMN de Flinders et al représente SLVI 
dans une conformation inactive, dans laquelle les nucléotides de la boucle A730 sont 
impliqués dans des paires de bases non canoniques, ce qui est en désaccord avec les données 
biochimiques. La structure de Desjardins et al représente une conformation active et elle est en 
accord avec les données biochimiques [119, 120]. Dans la structure RMN de la tige-boucle 
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SLVI active, toutes les paires de bases des hélices prédites dans la structure secondaire sont 
présentes [119]. La boucle A730 est stabilisée par des ions magnésium et la formation d’une 
paire de base G-A. Dans la structure de SLVI, il y a la présence d’un motif S-turn qui projette 
les faces W-C des nucléotides C755 et A756 dans le sillon mineur, ce qui est compatible avec 
le rôle de A756 en tant qu’acide dans la réaction de clivage.   
 
1.2.5.4.3 Structures RMN des jonctions III-IV-V et II-III-VI 
Les deux dernières structures RMN obtenues sont celles des jonctions III-IV-V et II-
III-VI [117, 121]. Dans les deux structures, les jonctions sont organisées par un réseau 
complexe d’interactions et les structures sont compatibles avec les données biochimiques. Le 
rôle principal de la jonction III-IV-V est de positionner la boucle V pour la reconnaissance du 
substrat SLI. La structure de la jonction III-IV-V inclut un motif U-turn canonique composé 
de U710, G711 et A712. Les tiges III et IV font un empilement coaxial et il y un angle aigu 
entre les tiges III et V, ce qui est compatible avec le modèle de SAXS. Dans cette structure, la 
jonction fonctionne comme une charnière dynamique, qui confère à SLV un certain degré de 
flexibilité par rapport à la tige III et lui permettrait d’explorer l’espace conformationnel pour la 
liaison du substrat SLI. La deuxième jonction du ribozyme VS, la jonction II-III-VI, a pour 
fonction l’orientation des hélices II et VI pour la formation du site actif. La structure de la 
jonction II-III-VI est stabilisée par la présence d’une interaction tertiaire entre les bulges 
d’adénines des hélices II et VI et par l’empilement coaxial des tiges II et III. L’empilement 
coaxial entre les tiges II et III n’est pas compatible avec le modèle de FRET pour lequel les 
bulges d’adénines étaient absents [113]. Dans un modèle tridimensionnel du ribozyme 
complet, basé sur les structures RMN de haute résolution des différents sous-domaines du 
ribozyme VS, le ribozyme en complexe avec le substrat adopte une conformation ouverte dans 
laquelle le substrat ne participe pas au site actif du ribozyme (figure 1.13 C). Dans ce modèle, 
il est possible d’observer un empilement coaxial des domaines hélicoïdaux II, III et IV pour 
créer un segment d’hélice continue, avec les hélices V et VI qui se retrouvent aux côtés des 
hélices III et II respectivement. L’interaction kissing-loop I/V crée aussi une structure 




Figure 1.14  Structure cristalline de la forme dimérique du ribozyme VS. 
(A) La structure secondaire représentant l’organisation du dimère dans (B) la structure du 
cristal de la forme dimérique du ribozyme VS. La structure en jaune représente l’un des deux 
ribozymes du dimère. (C) Structure cristalline du ribozyme en trans montrant les domaines 
hélicoïdaux II à VI de l’un des ribozymes et la tige-boucle SLI du second ribozyme. (D) 
Structure du site actif du ribozyme VS. Le code de couleur pour les hélices est le même en 
(A), (B), (C) et (D). Dans les structures cristallines, la sphère jaune représente le site de 
clivage et les nucléotides en rouge pour (A), (B) et (C) et en orange pour (D) sont impliqués 
dans la catalyse acide-base générale. (Adaptée de [66]). 
 
1.2.5.5 Structure cristalline du ribozyme VS 
Malgré toutes les études structurales effectuées sur le ribozyme VS mentionnées dans 
les sections précédentes (1.2.5.1 à 1.2.5.4), l’architecture précise du ribozyme VS complet et 
la configuration du site actif à haute résolution sont demeurées inconnues pendant longtemps, 
puisqu’il a été difficile d’obtenir une structure haute résolution du ribozyme complet. La 
structure cristalline du ribozyme VS a été résolue pour la forme dimérique du ribozyme VS 
complet en cis contenant les domaines hélicoïdaux I à VII à une résolution de 3.1 Å 
(figure 1.14 A et B) [66]. Pour faciliter l’obtention d’une population homogène de ribozymes 
non clivés, des mutants non fonctionnels (G638A et A756G) ont été cristallisés. Par 
conséquent, les structures des ribozymes G638A et A756G représentent les structures dans un 
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état précatalytique. Les structures du cristal révèlent que le ribozyme adopte une forme 
dimérique symétrique qui contient deux sites actifs hybrides dans lesquels le substrat de l’un 
des ribozymes est dans le domaine catalytique du second ribozyme. Le repliement global du 
dimère inclus deux regroupements de plusieurs hélices qui sont similaires et qui consistent à 
l’empilement des hélices I, II, III et IV du premier ribozyme, qui s’empile avec l’hélice SLV 
du second ribozyme via l’interaction kissing-loop I/V. Les hélices V, VI et VII émergent de 
chaque empilement à leurs jonctions respectives. Les deux interactions kissing-loop I/V 
présentes dans le dimère permettent une association rapprochée des deux groupements 
d’hélices. Dans l’interaction kissing-loop I/V,  il y a la présence de trois paires de bases W-C 
et d’une paire de base non canonique C629-A701, tel que retrouvé dans la structure RMN du 
complexe I/V. La jonction I-II-VII permet d’éloigner le substrat SLI de son propre domaine 
catalytique et de le diriger au domaine catalytique du second ribozyme, pour la formation du 
dimère. L’orientation du substrat vers l’extérieur du domaine catalytique de son ribozyme est 
cohérente avec la situation du ribozyme in vivo, qui favorise la réaction de ligation pour que le 
ribozyme soit majoritairement sous une forme circulaire monomérique, qui est la forme la plus 
stable du ribozyme in vivo. Cette orientation du substrat est aussi en accord avec la préférence 
du ribozyme VS pour le clivage d’un substrat situé en aval de sa séquence, lorsqu’il y a 
plusieurs copies du substrat dans un même brin [122]. La jonction II-III-VI oriente les 
hélices II et VI à un angle de 55º, afin de permettre de créer un sillon pour l’amarrage du 
substrat et la formation du site actif. L’orientation des hélices II et VI est renforcée par une 
interaction tertiaire entre le bulge A652 de l’hélice II et le bulge A2 de l’hélice VI. Le centre 
catalytique est composé de la boucle interne de l’hélice I, de la boucle A730 de l’hélice VI et 
du sillon mineur de l’hélice II (figure 1.14 D). L’interaction entre les hélices I et VI permet 
d’empiler les bases des nucléotides C755 et A756 entre celles des nucléotides A621 et A639. 
Au site actif, la présence de deux empilements de bases crée un arrangement en forme de V, 
qui organise G638 et A756 autour du phosphate au site actif et écarte les nucléotides G620 et 
A621 de chaque côté du site de clivage. Les nucléotides G638 et A756 sont bien placés pour 
agir dans la catalyse acide-base générale avec G638 au nucléophile 2'-OH et A756 au groupe 
partant 5'-O, puisqu’ils sont tous les deux non appariés et orientés vers le phosphate du site de 
clivage situé entre eux. La géométrie alignée (180º) au site de clivage n’est pas respectée pour 
le mutant G638A avec un angle de 97º entre le 2'-O, le phosphate au site de clivage et le 5'-O, 
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mais le mutant G756C est plus proche de cette géométrie avec un angle de 129º. Puisque ces 
mutants représentent un état avant le clivage, il pourrait y avoir des ponts hydrogènes 
supplémentaires au site actif, qui se forment pour permettre d’atteindre la géométrie alignée et 
de faciliter le clivage [66]. 
 
1.2.5.6 Comparaison entre les structures de haute résolution 
Il y a quelques différences importantes entre la structure cristalline et les structures 
RMN. Les structures obtenues par RMN sont celles de sous-domaines isolés du ribozyme et 
elles ne sont pas en relation avec les autres éléments du site actif, tandis que la structure 
cristalline a été effectuée sur le ribozyme complet. Il est donc normal de voir des différences, 
car les interactions tertiaires dans le ribozyme complet vont influencer la structure, surtout au 
niveau du site actif dans lequel les tige-boucles I et VI sont impliquées. Dans la boucle A730 
de la tige-boucle VI, le modèle du cristal montre un élargissement plus prononcé du sillon 
mineur, des courbures différentes du squelette phosphate-ribose près du S-turn, mais surtout, 
les nucléotides C755 et A756 sont projetés plus loin à l’extérieur de l’hélice pour interagir 
avec SLI. Une autre différence attribuable à l’interaction entre les boucles internes I et VI est 
que dans la structure RMN de la tige-boucle I isolée, les nucléotides A621 et A622 se trouvent 
à l’intérieur de la boucle interne, tandis que dans la structure cristalline, ils sont sortis de 
l’hélice pour faire des interactions avec le centre catalytique. Les plus grandes différences 
entre les structures RMN et cristallines sont observées au niveau des nucléotides impliqués 
dans la catalyse, ce qui est attribuable majoritairement par le fait que la RMN est effectuée sur 
des complexes isolés, mais ces différences pourraient aussi refléter une dynamique au niveau 
de la formation du site actif [66].  
 
1.2.6 Mutagenèse du ribozyme VS 
Depuis sa découverte, le ribozyme VS de 881 nucléotides en cis découvert chez 
Neurospora a subi de multiples modifications, afin de l’adapter pour l’étude de sa fonction et 
de sa structure. Le ribozyme VS a tout d’abord été réduit à une séquence minimale active et il 
a ensuite été modifié pour en faire un ribozyme en trans capable de cliver un substrat SLI 
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isolé. Par la suite, des mutants ont été créés pour le rendre plus rapide ou encore pour favoriser 
la réaction de clivage ou de ligation. Voici des exemples des principales modifications 
effectuées sur le ribozyme VS afin de changer son activité. 
 
1.2.6.2 Réduction de la taille du ribozyme VS et mutations pour un clivage plus rapide 
Il a été initialement démontré par des expériences de délétion en 5’ et en 3’, qu’il est 
possible de réduire la taille du ribozyme VS en cis à un seul nucléotide en amont du site de 
clivage et à environ 150 nucléotides en aval, tout en conservant l’activité de clivage (kobs= 
0.06-0.08 min-1 à 37 °C) [77]. Par après, des études ont démontré que la taille du ribozyme VS 
peut être encore plus réduite jusqu’à environ 120 nucléotides et avoir un clivage en cis de 30 à 
40 fois plus rapide. C’est le cas du ribozyme nommé TR-1 (figure 1.15 A) [86]. Les 
modifications de TR-1 sont la réduction de la taille des tiges II, IV et VI, l’élimination de la 
tige Ia du substrat SLI, le déplacement du substrat SLI en 3’ du ribozyme et l’ajout de 
nucléotides entre les hélices I et II (kobs= 2.4 min-1 à 37 °C). Il est aussi possible d’améliorer la 
rapidité de la réaction de clivage en cis en effectuant seulement l’insertion d’une séquence 
pour espacer les hélices I et II (kobs= 6-8 min-1 à 37 °C) (figure 1.15 B) [122]. La modification 
avec le plus grand effet sur la rapidité du clivage est le déplacement du substrat SLI en 3’, car 
un ribozyme RS19 avec des domaines hélicoïdaux de longueurs normales, un substrat en 3’ et 
un espacement entre les hélices I et II donne un clivage en cis encore plus rapide que TR-1 
(figure 1.15 C) (kobs= 3 s-1 à 37 °C) [123]. L’utilisation d’un substrat preshifted dans un 
ribozyme en cis (H3) ne change pas l’activité de clivage du ribozyme qui reste similaire à celle 
d’un substrat activable (kobs= 1 min-1 pour les deux à 37 °C) [85]. 
 
1.2.6.2 Mutation pour favoriser la réaction de ligation 
Il est possible d’apporter des changements au ribozyme VS afin de favoriser la réaction 
de ligation par rapport à la réaction de clivage. L’ajout de la tige VII à un ribozyme en cis, en 
prolongeant les séquences du ribozyme en 5’ et en 3’, favorise la réaction de ligation [81]. Une 
deuxième façon de favoriser la ligation est l’élongation de l’hélice Ia dans le substrat SLI en 
trans. En effet, l’ajout de paires de bases dans l’hélice Ia (jusqu’à 14 pb) favorise la 
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probabilité de religation en retenant la partie 5' du produit clivé du substrat lors de la réaction 
de clivage [100]. 
 
 
Figure 1.15 Séquences et structures secondaires proposées des ribozymes VS qui clivent 
rapidement. 
Structures secondaires proposées pour les ribozymes qui clivent rapidement (A) TR-1, (B) 
G11 avec une séquence pour espacer les hélices I et II et (C) RS19. Le site de clivage est 
indiqué par une flèche noire. Les séquences encadrées en (A), représentent les régions dans 
lesquelles les domaines hélicoïdaux ont été modifiés. La région encadrée en (B) est la 
séquence d’espacement dont les séquences sont indiquées sous la figure. (Adaptée de [86] et 
[123]). 
 
1.3 Ingénierie des ribozymes 
Les ribozymes ont tout d’abord été étudiés afin de mieux comprendre leur structure, 
leur mécanisme de catalyse, ainsi que leurs fonctions biologiques. Il est ensuite possible 
d’utiliser ces informations dans le but de faire de l’ingénierie de ribozyme, pour le 
développement d’outils biochimiques et d’agents thérapeutiques. Le but est d’utiliser l’ARN 
pour développer des outils plus rapides, moins chers et plus fiables que ce qui est utilisé en ce 
moment [124]. L’ingénierie des ARN peut s’avérer plus facile que l’ingénierie des protéines, 
car le repliement de ceux-ci est généralement plus simple à comprendre que celui des 
protéines. De plus, ils sont utilisés plus rapidement pour les stratégies de régulation post-
transcriptionnelle et ils drainent moins les ressources de la cellule hôte, puisqu’ils n’ont pas 
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besoin d’être traduits comme les protéines. Il y a plusieurs molécules d’ARN qui sont en 
développement comme outils biochimiques ou comme agents thérapeutiques. Ces ARN sont 
les ribozymes, les ARN interférents (ARNi), les aptamères et les ARN antisens [124].   
 
Les ribozymes sont particulièrement intéressants pour effectuer l’inactivation de 
l’expression génique, en interagissant au niveau des ARNm ou des ARN viraux, tout comme 
les ARNi (siARN, miRNA, ARNsh) et les ARN antisens [125-127]. Les ribozymes présentent 
plusieurs avantages pour faire l’ingénierie puisqu’ils sont très polyvalents. Ils peuvent même 
servir de plateforme pour ajouter des fonctions de reconnaissance de ligand, afin de servir 
comme biosenseur ou riborégulateur [128, 129]. Ils peuvent parfois être moins efficaces que 
les siARN, mais ils ont l’avantage de créer moins d’effets indésirables liés à des erreurs de 
ciblage (off-target effect) dans la cellule [126]. Une façon de réduire les impacts des 
inconvénients est de faire l’utilisation conjointe de plusieurs stratégies (ribozyme, siARN, 
protéine, petite molécule, antisens, DNazyme, aptamère…) : premièrement, pour contrer les 
lacunes de chacune des méthodes et deuxièmement, pour amplifier l’effet thérapeutique, qui 
sera plus grand qu’avec l’utilisation d’une seule méthode. Un autre avantage des ribozymes est 
qu’ils peuvent cliver plus d’une fois, donc l’effet du ribozyme est prolongé, comparativement 
à des outils d’ARN qui agissent avec un ratio de 1:1.   
 
Il y a trois ribozymes qui ont été testés en essais cliniques et ils sont tous dérivés du 
ribozyme hammerhead, dans lequel plusieurs nucléotides ont été modifiés pour le rendre plus 
stable. Le premier ribozyme synthétique testé dans des essais cliniques est le ribozyme 
ANGIOZYME et il s’agit d’un ribozyme contre le cancer. Ce ribozyme régule l’activité du 
VEGF (Vascular endothelial growth factor), en clivant l’ARNm qui encode les protéines du 
récepteur VEGF primaire, ce qui provoque l’inhibition de l’angiogenèse [125, 130, 131]. Deux 
autres ribozymes testés en essais cliniques sont le ribozyme OZ1, qui agit contre le virus du  
VIH [132] et le ribozyme HEPTAZYME, qui cible l’ARNm du génome du virus de l’hépatite 
C (HCV) [133, 134]. 
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Il existe trois grandes façons de faire l’ingénierie des ribozymes et elles seront décrites 
dans les prochaines sections : l’ingénierie rationnelle, la sélection in vitro et l’ingénierie 
computationnelle. Il est aussi possible de combiner plusieurs de ces méthodes selon le 
ribozyme.   
 
1.3.1 Ingénie rationnelle 
L’ingénierie rationnelle est basée sur la connaissance des activités catalytiques de 
l’ARN [124, 128]. Il s’agit d’utiliser l’activité de catalyse naturelle d’un ARN et d’adapter 
cette activité à un nouveau contexte pour obtenir une nouvelle activité. Pour cette technique, il 
est nécessaire de faire preuve de logique afin de modifier des cibles ou de combiner des 
modules d’ARN. Il faut aussi parfois agir par essais et erreurs, pour arriver au résultat 
escompté. Voici quelques exemples d’ingénierie rationnelle. 
 
Un bon exemple d’ingénierie rationnelle est de combiner deux modules d’ARN 
fonctionnels pour créer de nouvelles propriétés. Par exemple, il est possible de combiner un 
aptamère liant l’ATP à un ribozyme hammerhead, pour que la liaison de l’ATP contrôle la 
catalyse du ribozyme [128]. La liaison de l’ATP va induire un changement de conformation de 
l’aptamère, qui va inhiber l’activité du ribozyme hammerhead. L’inverse a aussi été fait, avec 
une tige-boucle du ribozyme hammerhead instable, qui devient stable et activé, suite au 
changement de conformation de l’aptamère provoqué par la liaison à l’ATP [128]. 
 
 Un autre exemple de combinaisons de modules d’ARN est le ribozyme twin, qui est un 
ribozyme qui contient deux séquences du ribozyme hairpin. Il est capable de faire le clivage 
d’un ARN à deux sites spécifiques différents [135-137]. Puisque le ribozyme est aussi capable 
de faire la ligation, il est possible d’insérer une séquence différente en remplacement de la 
séquence clivée de l’ARN cible. Par conséquent, le ribozyme twin peut être utilisé pour 
effectuer de petites réparations dans des substrats d’ARN ou pour insérer une séquence 
d’ARN synthétique marqué pour faire du marquage à des sites spécifiques. 
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 Il est possible de combiner plus de deux modules d’ARN, comme avec les ribozymes 
multitarget, qui sont composés de plusieurs séquences (jusqu’à neuf) du ribozyme 
hammerhead et chacune possédant une séquence cible différente [138]. Le ribozyme 
multitarget possède la même spécificité qu’un seul ribozyme hammerhead, mais il est plus 
efficace pour cliver une séquence d’ARN cible. 
 
Il est possible d’utiliser la température pour contrôler l’activité d’un gène en utilisant 
un ARN thermomètre, qui est composé d’une tige-boucle contenant la séquence Shine-
Dalgarno [139, 140]. Un changement de température modifie la stabilité de la tige-boucle, ce 
qui expose le site de liaison du ribosome et permet l’expression du gène en aval. Il est possible 
de coupler cet ARN thermomètre à un ribozyme hammerhead, pour créer un thermozyme, un 
ribozyme contrôlé par la température. Dans ce cas, c’est le clivage du ribozyme qui expose le 
site de liaison du ribosome pour permettre l’expression du gène et un changement de 
température inhibe l’expression du gène en empêchant le clivage du ribozyme. 
 
1.3.2 Ingénierie par SELEX 
La sélection in vitro ou SELEX (systematic evolution of ligands by exponential 
enrichment) est une technique permettant d’identifier des aptamères pour la liaison de ligand 
avec une grande affinité [141-143]. Les aptamères générés par SELEX peuvent lier une 
gamme variée de ligands comme des nucléotides, des peptides, des protéines, des petits 
composés organiques ou des récepteurs. Le SELEX permet aussi de modifier l’activité de 
catalyse des ribozymes et de créer des ribozymes artificiels qui vont exprimer de nouvelles 
propriétés catalytiques. Le grand avantage du SELEX, c’est qu’il permet l’exploration de 
propriétés insoupçonnées de l’ARN. Les expériences de SELEX s’effectuent avec l’utilisation 
d’une librairie d’ARN ou d’ADN contenant des séquences aléatoires et qui va évoluer dans 





 Le SELEX a été utilisé dans les expériences sur le monde à ARN, en créant de 
nouvelles classes de ribozymes. Ces ribozymes artificiels ont des activités compatibles avec 
un monde dans lequel l’ARN aurait assumé toutes les fonctions nécessaires à l’apparition de la 
vie. Ces ribozymes démontrent des activités de synthèse de nucléosides, de triphosphorylation 
et de polymérisation de nucléoside triphosphates [26]. 
 
Le SELEX est fréquemment utilisé pour créer des senseurs pour toutes sortes de 
molécules ou comme agent thérapeutique pour cibler des ARN liés à des maladies. Un 
exemple de l’utilisation du SELEX pour le développement d’un agent thérapeutique, est 
l’aptamère pegaptanib sodium (ou Macugen) [144]. Il est le premier aptamère approuvé pour 
l’usage chez l’humain par la FDA en 2004 et il est utilisé comme médicament contre la 
dégénérescence maculaire liée à l’âge.   
 
1.3.3 Ingénierie computationnelle 
Le développement d’outils computationnels a pour but de faciliter le design d’ARN et 
de ribozymes pour des tâches précises. Ils sont très pratiques pour faire des prédictions là où 
l’ingénierie rationnelle ne suffit pas pour la conception de nouveaux ribozymes. Par contre, 
ces outils sont parfois peu précis et par conséquent, il devient nécessaire de générer 
expérimentalement plusieurs ARN et les tester, afin de dépister ceux qui vont manifester 
l’activité désirée. 
 
Un exemple d’ingénierie computationnelle est de créer de nouveaux motifs de 
ribozymes hammerhead capables de clivage ou encore pour prédire des motifs de ribozymes 
hammerhead pouvant servir de senseurs pour des oligonucléotides ou des petites molécules 
[31, 145]. Cette méthode permet d’obtenir des séquences plus rapidement que par le SELEX et 




Un autre exemple d’outils basé sur l’ingénierie computationnelle et qui est très utilisé 
est l’outil fournit par ThermoFisher scientific pour le design des miARN et des ARNsh [124]. 
En donnant la séquence du gène cible, les programmes vont prédire des régions permettant 
une répression spécifique et efficace du gène par les ARNi. Par la suite, le programme va faire 
le design d’un miARN ou d’un ARNsh qui cible les séquences d’intérêts et qui contient les 
éléments structuraux nécessaires pour la biogenèse, la fonction, ainsi que les amorces pour la 
construction et le clonage. 
 
1.3.4 Ingénierie des ribozymes autoclivants 
Le ribozyme hammerhead est souvent utilisé en ingénierie puisqu’il possède une petite 
taille, une structure bien documentée et la séquence d’ARN cible doit seulement posséder une 
séquence NUH (N est n’importe quel nucléotide, U est une uridine et H est n’importe quel 
nucléotide à l’exception d’un G) pour permettre sa reconnaissance par le ribozyme (voir 
figure 1.16 A) [146]. La reconnaissance de l’ARN cible se fait par l’appariement des 
nucléotides complémentaires, qui forment les hélices I et III pour ensuite permettre le clivage. 
La spécificité et le niveau d’activité du ribozyme sont influencés par les longueurs de ces 
hélices qui varient de 7 nucléotides à plus de 30 nucléotides. Les régions ciblées doivent être 
accessibles pour permettre la liaison avec le ribozyme. L’accessibilité à ces régions est 
déterminée par la prédiction computationnelle des structures secondaires, par RNase H et par 
MFold. Il y a quatre conditions à remplir qui vont affecter l’efficacité du ribozyme 
hammerhead : (1) l’identification d’un site de clivage NUH dans l’ARN cible (2) la sélection 
des séquences autour du site de clivage pour la liaison du ribozyme en respectant l’énergie 
d’appariement et l’unicité des séquences (3) l’accessibilité du site à lier dans l’ARN cible et 
(4) la vérification de la séquence du ribozyme pour remplir les exigences de structure fonction 
de la catalyse [147]. Il existe même des méthodes computationnelles qui permettent de réaliser 
toutes ces étapes [148]. 
 
Le ribozyme hairpin a aussi été utilisé dans le but de cibler des ARN cibles et tout 
comme pour le ribozyme hammerhead, il se lie à un substrat simple brin par la formation de 
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paires de bases, pour former deux hélices placées de chaque côté de la boucle A contenant le 
site de clivage (figure 1.16 B) [149-152]. La séquence requise chez le substrat pour permettre 
le clivage est RBNGHYB, dans laquelle R est une purine, B est n’importe quel nucléotide sauf 
A, N est n’importe quel nucléotide, G une guanine, H est n’importe quel nucléotide sauf G et 
Y est une pyrimidine. 
 
Figure 1.16 Séquences des ribozymes hammerhead et hairpin pour l’ingénierie. 
Séquences des structures secondaires représentant les ribozymes (A) hammerhead et (B) 
hairpin en complexe avec un substrat cible. Le site de clivage est indiqué par une flèche noire, 
les nucléotides invariables sont indiqués en gras, les Y sont des pyrimidines, R des purines, H 
n’importe quel nucléotide sauf G, B n’importe quel nucléotide sauf A, V n’importe quels 
nucléotides sauf U, N et N' indiquent les nucléotides complémentaires. (Adaptée de [146]). 
 
Le ribozyme HDV a été moins utilisé que le hammerhead et le hairpin pour cibler des 
ARN cibles. Le ribozyme HDV a été utilisé en le couplant avec un biosenseur, qui permet de 
réguler l’activité du ribozyme par la liaison d’une séquence d’ARN et qui se nomme le 
ribozyme SOFA-HDV [153-159]. Le ribozyme SOFA-HDV se lie à une première séquence 
d’ARN cible et suite à l’appariement, le ribozyme libère la séquence du ribozyme responsable 
de la reconnaissance d’une deuxième séquence d’ARN cible, qui contient le site de clivage. 
Cette façon de reconnaitre l’ARN cible permet un clivage plus spécifique de l’ARN cible.   
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1.4 Objectifs de la thèse 
Les petits ribozymes autoclivants sont considérés comme de bons candidats pour faire 
l’ingénierie de l’ARN. Les ribozymes les plus utilisés pour l’ingénierie sont les ribozymes 
hammerhead et hairpin. Ces ribozymes font la reconnaissance d’un substrat simple brin, par la 
formation de structures secondaires stables, pour ensuite effectuer la réaction de clivage de 
façon spécifique (voir figure 1.16). Le ribozyme VS ne représente pas un candidat idéal pour 
la reconnaissance d’un substrat simple brin, puisqu’il fait la reconnaissance de son substrat par 
une interaction tertiaire kissing-loop. Le ciblage d’un ARN simple brin par les ribozymes peut 
s’avérer difficile in vivo, puisque la majorité des ARN adoptent des structures secondaires et 
tertiaires complexes. L’énergie requise pour déplier ces structures d’ARN peut empêcher la 
formation d’une interaction entre le ribozyme et le substrat et par conséquent, des régions 
d’ARN peuvent être inaccessibles aux ribozymes. Pour le ciblage des ARN repliés, le 
ribozyme VS pourrait représenter un bon candidat, puisqu’il fait la reconnaissance d’un 
substrat d’ARN replié en tige-boucle, ce que les ribozymes hammerhead et hairpin ne peuvent 
pas faire. Jusqu’à présent, le ribozyme VS n’a pas été exploité pour faire la reconnaissance 
d’ARN cibles repliés. Les tige-boucles sont des cibles intéressantes, puisqu’elles sont 
importantes non seulement pour stabiliser la structure des ARN, mais aussi pour différentes 
fonctions biologiques. Les tige-boucles peuvent servir de site de reconnaissance pour des 
protéines comme dans le cas de l’ARN TAR du VIH-1, qui lié par la protéine tat permet le 
recrutement de la machinerie de transcription. Une autre fonction des tige-boucles est de 
permettre l’initiation de la dimérisation de l’ARN viral, comme la tige-boucle de l’ARN DIS 
dans le VIH-1 [160, 161]. L’hypothèse principale de cette thèse est que le ribozyme VS est un 
bon candidat pour l’ingénierie de ribozymes permettant la reconnaissance et le clivage 
spécifique d’ARN cibles repliés en tige-boucles. Cette hypothèse a été directement testée dans 
les trois prochains chapitres de cette thèse. Les chapitres 2.0 et 3.0 ont été effectués en 
collaboration avec Nicolas Girard, qui s’est occupé du volet bio-informatique des études. Le 
volet bio-informatique a permis d’enrichir l’étude par la recherche de motifs d’ARN dans les 
bases de données et pour l’élaboration de modèles des structures d’ARN pour expliquer les 




Lors d’études préliminaires auxquelles j’ai participé à titre de co-première auteure et 
présentées à l’Annexe 1 [89], l’objectif était de déterminer le rôle de certains nucléotides de la 
boucle V de l’interaction kissing-loop en effectuant des mutations de ceux-ci. Les études de 
cinétiques ont révélé qu’il est possible de modifier l’identité de certains nucléotides de la 
boucle V de l’interaction kissing-loop I/V et même d’ajouter un nucléotide dans la boucle, tout 
en conservant une activité de clivage similaire. Comme au moment de ces études, il n’y avait 
pas encore d’informations structurales à haute résolution sur l’interaction kissing-loop I/V, un 
modèle tridimensionnel d’un complexe SLI/SLV a été produit pour interpréter les résultats de 
mutagenèse [89]. En résumé, ces études préliminaires ont montré que plusieurs modifications 
au niveau de l’interaction kissing-loop sont compatibles avec une activité de clivage optimale 
et étaient donc prometteuses pour la suite du projet. 
 
Dans le chapitre 2.0, l’objectif était de tester s’il est possible de modifier le ribozyme 
VS, afin qu’il puisse reconnaitre et cliver des substrats avec différentes longueurs de tige Ib. 
Puisque SLV fait la reconnaissance du substrat SLI et facilite la formation du site actif du 
ribozyme, il était prévu que le changement de longueur de SLI devrait avoir une incidence sur 
la formation du site actif et l’activité de clivage. Le modèle du complexe SLI/SLV publié 
précédemment a permis d’émettre l’hypothèse que les hélices I et V sont coaxiales dans 
l’interaction kissing-loop I/V [89]. Si les hélices sont effectivement coaxiales, il devait être 
possible de changer la longueur de la tige Ib du substrat, en effectuant une mutation 
compensatoire dans la tige V, afin de conserver le même nombre de paires de bases total dans 
l’interaction kissing-loop I/V et permettre la formation du site actif. Des cinétiques avec les 
substrats SLI mutants possédant différentes longueurs de tige Ib et des ribozymes mutants 
avec différentes longueurs de tiges V ont montré que la compensation des longueurs d’hélices 
dans l’interaction kissing-loop I/V est possible pour plusieurs paires de substrat/ribozyme 
mutants dans un certain intervalle. Ce projet a donc montré qu’il existe une certaine 
adaptabilité au niveau de l’interaction kissing-loop I/V permettant d’apporter des 




Au chapitre 3.0, l’objectif était de continuer à tester l’adaptabilité de l’interaction 
kissing-loop I/V et de pousser l’ingénierie plus loin en substituant l’interaction kissing-loop 
I/V par des interactions kissing-loop dont les structures se trouvent dans les bases de données 
(Protein data bank). Puisque l’interaction kissing-loop est considérée comme une unité 
modulaire du ribozyme VS, le remplacement de l’interaction ne devrait pas avoir d’incidence 
majeure sur le reste du ribozyme. Cet objectif a été testé en effectuant la synthèse de substrats 
et de ribozymes mutants, dont les boucles I et V sont substituées par les interactions kissing-
loop TAR/TAR* de l’ARN du VIH-1 et L22/L88 de l’ARN 23S de Deinococcus radiodurans, 
sélectionnées par le biais d’analyses bio-informatiques pour leur compatibilité avec 
l’interaction I/V.  Des cinétiques effectuées avec ces substrats et ribozymes mutants montrent 
que la réaction de clivage est toujours possible, mais avec une activité réduite. Une 
modélisation des interactions kissing-loop testées suggère que l’interaction a une influence sur 
l’orientation du substrat et que ces interactions kissing-loop contenant plus de paires de base 
que l’interaction I/V naturelle contraignent partiellement la formation du site actif. 
 
Dans le chapitre 4.0, l’objectif était d’utiliser le SELEX pour modifier la boucle V du 
ribozyme, afin qu’il fasse la reconnaissance et le clivage d’un substrat STAR composé des 
hélices et de la boucle terminale de l’ARN TAR du VIH-1. Le SELEX permet de tester un 
grand nombre de séquences de la boucle V pour déterminer celles qui sont le mieux adaptées 
au clivage du substrat STAR dans le contexte du ribozyme VS. Le SELEX a généré plusieurs 
séquences de boucles V compatibles avec le clivage du substrat et elles ont permis d’établir 
une séquence consensus qui permet la liaison et le clivage de l’ARN STAR dans le contexte du 
ribozyme VS.    
 
Pour faire suite à ces expériences, nous sommes en mesure de confirmer que le 
ribozyme VS est un bon candidat pour l’ingénierie de ribozymes permettant la reconnaissance 
et le clivage spécifique d’ARN cibles repliés en tige-boucles. En effet, ces expériences nous 
ont permis de connaitre les capacités d’adaptation du ribozyme VS pour la reconnaissance et 
le clivage de nouveaux substrats, ce qui a permis d’établir les bases de l’ingénierie du 
ribozyme VS. Ces informations sont cruciales afin de poursuivre les expériences d’ingénierie 
à un niveau supérieur pour réussir à cliver des substrats cibles plus complexes. 
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1.5 Techniques utilisées 
Les expériences décrites dans les chapitres 2.0 et 3.0 ont été effectuées en collaboration 
avec Nicolas Girard, qui est responsable du volet bio-informatique des études. Je me suis 
occupée des expériences en laboratoire qui sont décrites dans les prochaines sections (1.5.1 à 
1.5.4). Il s’agit de la purification des ARN, des cinétiques enzymatiques en single-turnover, 
des expériences de SHAPE et de SELEX.  
 
1.5.1 Purification de l’ARN 
Les substrats du ribozyme VS utilisés dans les différents projets sont transcrits in vitro 
par l’ARN polymérase T7, à partir de gabarits d’ADN partiellement simple brin synthétisé 
chimiquement. Les ARN sont ensuite purifiés par gels d’électrophorèse en conditions 
dénaturantes et déphosphorylés avec une phosphatase pour les substrats marqués en 5' avec de 
la radioactivité. Les ribozymes sont aussi transcrits in vitro par l’ARN polymérase T7, mais à 
partir de plasmides préparés par mutagenèse et coupés avec une enzyme de restriction. Les 
ribozymes sont ensuite purifiés par gels d’électrophorèse en conditions dénaturantes. 
 
1.5.2 Cinétiques enzymatiques en single-turnover 
Les réactions de cinétiques enzymatiques sont effectuées dans des conditions dans 
lesquelles un seul acte catalytique est observé (single-turnover), c’est-à-dire, dans des 
concentrations de ribozyme beaucoup plus élevées que celles du substrat [162]. Dans ces 
conditions, chaque ribozyme agit sur un seul substrat et elle ignore la dissociation des 
produits. La cinétique enzymatique est représentative des évènements allant de la liaison du 
substrat, jusqu’à la réaction chimique. C’est un type de cinétique enzymatique représentatif 
des ribozymes autoclivants, qui performent généralement un seul acte catalytique dans leur 
fonction biologique. Ces cinétiques enzymatiques permettent de déterminer la constante de 
vitesse de second ordre kcat/KM, qui donne une mesure de l’efficacité catalytique de la réaction. 
Cette constante représente également la spécificité du ribozyme pour le substrat. Le kcat/KM est 
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une constante idéale pour comparer différentes combinaisons de ribozymes et de substrats, 
puisqu’elle inclut autant la réaction chimique que la liaison du substrat. 
 
Figure 1.17 Exemple d’études de cinétiques enzymatiques du ribozyme VS. 
(A) Le clivage d’un substrat S0 (250 pM) marqué avec la radioactivité par un ribozyme R0 
(37.5 nM) à 30 ºC et 25 mM MgCl2, est suivi par électrophorèse sur gel en conditions 
dénaturantes. (B) Le clivage d’un mélange de substrats et d’un ADN contrôle par le ribozyme 
R-3bp est suivi par électrophorèse sur gel en conditions dénaturantes. (C) Graphique du 
pourcentage de substrat restant en fonction du temps. Les données suivent l’équation non-
linéaire F=Ae-kobs*t+F∞. Le kobs est de 0.332 ± 0.008 min-1 et le R2=1.00 pour le clivage montré 
en (A). (D) Graphique des kobs en fonction de la concentration de ribozyme. La pente de cette 
droite donne le kcat/KM qui est de 11.2 min-1µM-1 et le R2=0.99. (Adaptée de [163]). 
 
Les cinétiques enzymatiques pour les différents projets sont effectuées en trans avec le 
substrat SLI synthétisé séparément du ribozyme contenant les domaines hélicoïdaux II à VI (à 
l’exception des expériences de SELEX qui seront décrites plus tard). La radioactivité est 
utilisée afin de suivre directement le clivage du substrat et le quantifier. Le marquage perturbe 
minimalement le substrat, puisqu’il est marqué au 32P à l’extrémité 5'. Les cinétiques 
enzymatiques sont effectuées en incubant le substrat et le ribozyme séparément, dans le 
tampon de clivage et au temps zéro, ils sont mélangés et des échantillons sont prélevés à 
différents temps. Le pourcentage de substrat est calculé pour chaque temps, pour tracer le 
graphique du pourcentage de substrat en fonction du temps, permettant de déterminer la 
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constante de vitesse de la réaction kobs à l’aide de l’équation F=Ae-kobs*t+F∞ (F est le 
pourcentage de substrat, A est l’amplitude, t est le temps, kobs est la constante de vitesse et F∞ 
est le pourcentage de substrat qui ne réagit pas au cours de la réaction) (figure 1.17 A et C). 
Des kobs sont définis pour plusieurs concentrations de ribozyme pour tracer le graphique des 
kobs en fonction de la concentration de ribozyme et le kcat/KM est déterminé par la pente de la 
droite obtenue aux plus faibles concentrations de substrats (figure 1.17 D). 
 
L’avantage d’effectuer les cinétiques enzymatiques en single-turnover est qu’elle 
permet d’effectuer des expériences avec un mélange de plusieurs substrats, comme pour les 
expériences du chapitre 2.0. Pour ces expériences, afin d’économiser du temps et de limiter le 
nombre de gels à faire, nous avons mis un ribozyme donné en présence d’un mélange de 
plusieurs substrats. Puisque les substrats sont de longueurs différentes, il est facile de les 
séparer sur gel dénaturant et de pouvoir suivre les réactions de clivage de chacun des substrats 
(figure 1.17 B). Il n’y a pas de problème de compétition entre les différents substrats, puisque 
dans les conditions de single-turnover, la concentration de ribozyme est en excès par rapport à 
celle du mélange de substrats. Cette méthode a été mise au point pour ce projet et les résultats 
ont été validés pour s’assurer que les valeurs déterminées avec les substrats multiples 
correspondent à celles des cinétiques enzymatiques à un seul substrat. 
 
Les expériences de SELEX nécessitent d’avoir un ribozyme en cis, composé des 
domaines hélicoïdaux I à VI, puisque la région avec les nucléotides aléatoires doit être dans le 
même brin d’ARN que le site de clivage. Dans l’optique d’avoir un meilleur contrôle sur 
l’activité de clivage, un ribozyme en deux parties a été développé pour ces études (figure 1.18 
A). Dans ce système, le substrat contient les domaines hélicoïdaux I à VI, mais avec un seul 
brin des domaines hélicoïdaux II et VI. Le ribozyme est un ARN complémentaire aux tiges II 
et VI et il complète les tiges II et VI pour former le ribozyme complet fonctionnel. Pour 
accomplir les cinétiques enzymatiques, les brins sont préalablement associés ensemble et 
incubés dans le tampon de clivage sans magnésium. La réaction de clivage est ensuite initiée 




Le SHAPE (selective 2'hydroxyl acylation analyzed by primer extension) est une 
technique qui permet d’avoir de l’information sur les structures secondaire et tertiaire d’un 
ARN. Cette technique consiste à mettre le ribozyme en présence d’un composé qui effectue 
une modification chimique seulement sur les nucléotides dont le 2'OH est flexible, ce qui 
signifie que les nucléotides impliqués dans une paire de bases ou une interaction tertiaire 
stable ne seront pas modifiés [164, 165]. Pour effectuer le SHAPE sur les ribozymes, 
l’anhydride N-méthylisatoïque (NMIA) a été utilisé et les conditions d’expérimentation ont été 
optimisées pour qu’un seul nucléotide soit modifié par molécule. Par la suite, la transcription 
inverse est effectuée et la polymérase arrête un nucléotide en amont de la modification par le 
NMIA. Les résultats sont ensuite visualisés sur gel de polyacrylamide dénaturant. La 
quantification des bandes avec et sans NMIA permet d’identifier les nucléotides présentant le 
plus de flexibilité dans la structure de l’ARN. Dans le cas de nos expériences, le SHAPE a été 
utilisé pour s’assurer que le repliement des différents ribozymes mutants correspond au 
repliement du ribozyme VS non muté. 
 
1.5.4 SELEX 
Le SELEX (voir section 1.3.2) a été utilisé sur le ribozyme VS dans le but de 
déterminer une interaction kissing-loop optimale pour la reconnaissance et le clivage d’un 
substrat modifié portant la boucle terminale et les hélices Ia et Ib de l’ARN TAR.   Pour ces 
expériences, un système de ribozyme en deux parties a été utilisé (section 1.5.2 et figure 1.18 
A). Les nucléotides de la région de la boucle V ont été changés de façon aléatoire, dans le but 
d’obtenir une librairie contenant toutes les possibilités de nucléotides à chacune des dix 
positions mutées. Les expériences débutent avec la librairie d’ADN aléatoires amplifiée par 
PCR et transcrite en ARN, pour obtenir la librairie de ribozymes (figure 1.18 B). La réaction 
de clivage est initiée par l’ajout de magnésium et le temps de clivage est choisi en fonction du 
pourcentage de clivage des ribozymes les plus rapides de la librairie [166]. Les ribozymes 
actifs (clivés) sont ensuite purifiés sur gel de polyacrylamide dénaturant. Une transcription 
inverse est ensuite effectuée, pour obtenir l’ADN correspondant et recommencer un nouveau 
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cycle de SELEX. À chaque cycle, les ribozymes qui clivent le plus rapidement sont isolés et le 
temps de clivage est raccourci d’un cycle à l’autre. Lorsque le groupe de ribozymes actifs a 
cessé d’évoluer, les meilleurs candidats sont clonés et séquencés.    
 
Figure 1.18 Études de SELEX du ribozyme VS.  
(A) Séquence du ribozyme VS en deux parties utilisé pour les études de SELEX. Le brin jaune 
représente la partie ribozyme et le brin noir-mauve-rose représente la partie substrat. Les 
nucléotides de l’ARN TAR du VIH-1 sont en mauve dans SLI et les nucléotides de SLV qui 




2.0 Études de compensation de la longueur des hélices 
























Mise en contexte 
L’objectif de ce premier article est de modifier le ribozyme VS, afin qu’il soit capable 
de reconnaitre et cliver des substrats SLI avec différentes longueurs de tige Ib. Les études 
préliminaires (en annexe 1) ont démontré que plusieurs mutations étaient tolérées au niveau de 
l’interaction kissing-loop, et elles ont aussi introduit un modèle de l’interaction kissing-loop 
entre les tiges-boucles SLI et SLV. Ce modèle propose que les hélices I et V soient coaxiales, 
ce qui suggère qu’il est possible de changer les longueurs des tiges Ib et V, pour autant que le 
nombre de paires de bases total dans les hélices Ib et V reste le même. De cette façon, 
l’interaction kissing-loop pourrait être déplacée, mais le site de clivage du ribozyme 
demeurerait au même endroit et la formation du site actif serait possible. Des ribozymes 
mutants avec différentes longueurs de tige V ont été utilisés pour compenser les changements 
apportés à la longueur des tiges Ib des substrats SLI. Les longueurs de tige Ib testées vont de 
la délétion de 1 et 2 pb dans la tige Ib de SLI, jusqu’à l’addition de 4 pb. Les ribozymes avec 
les mutations compensatoires ont des longueurs de tiges V variant de l’addition de 2 pb 
jusqu’à la délétion de 4 pb.   
 
Les études de cinétiques ont été entreprises pour tester l’activité de clivage de toutes 
les combinaisons de paires de substrat/ribozyme et ces études ont révélé qu’un même 
ribozyme peut faire le clivage de trois substrats avec des longueurs de tige Ib différentes et 
cela avec une activité similaire. De plus, les mutations compensatoires ont bien fonctionné, 
puisque chaque ribozyme reconnait de façon préférentielle le substrat avec la mutation 
compensatoire ou un substrat avec une paire de base de différence. Un nouveau modèle de 
l’interaction kissing-loop I/V a été généré, en accord avec les résultats des cinétiques 
enzymatiques, et celui-ci permet de constater que contrairement à ce que l’on croyait au 
départ, l’interaction entre SLI et SLV n’est pas coaxiale, mais plutôt colinéaire. Ce modèle a 
permis de prédire l’angle entre les hélices et d’illustrer l’adaptabilité de l’architecture du 
ribozyme VS pour le clivage de substrats mutants. Ce projet a aussi permis d’élaborer une 
nouvelle méthode de cinétique avec des substrats multiples, qui permet d’effectuer plusieurs 
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modélisation de l’interaction kissing-loop I/V ont été effectuées par Nicolas Girard et j’ai été 
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cinétiques, analysé les résultats des expériences de cinétiques, vérifié les conformations des 
substrats par gel natif et la localisation de leur site de clivage avec des digestions à la 
RNase T1 et par hydrolyse alcaline. J’ai participé à l’écriture des sections du manuscrit 
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This research was originally published in NAR journal:  




         Compensatory mutations in RNA are generally regarded as those that maintain base 
pairing, and their identification forms the basis of phylogenetic predictions of RNA secondary 
structure. However, other types of compensatory mutations can provide higher-order structural 
and evolutionary information. Here, we present a helix-length compensation study for 
investigating structure-function relationships in RNA. The approach is demonstrated for stem-
loop I and stem-loop V of the Neurospora VS ribozyme, which form a kissing-loop interaction 
important for substrate recognition. To rapidly characterize the substrate specificity (kcat/KM) 
of several substrate/ribozyme pairs, a procedure was established for simultaneous kinetic 
characterization of multiple substrates. Several active substrate/ribozyme pairs were identified, 
indicating the presence of limited substrate promiscuity for stem Ib variants and helix-length 
compensation between stems Ib and V.  3D models of the I/V interaction were generated that 
are compatible with the kinetic data. These models further illustrate the adaptability of the VS 
ribozyme architecture for substrate cleavage and provide global structural information on the 
I/V kissing-loop interaction. By exploring higher-order compensatory mutations in RNA our 
approach brings a deeper understanding of the adaptability of RNA structure, while opening 
new avenues for RNA research. 
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Compensatory mutations play an important role in the evolution of macromolecular 
systems. Their identification has proven to be important for the characterization of 
macromolecular structure and for revealing important aspects of function. Studies of 
compensatory mutations in functional RNA molecules are particularly informative, because of 
the simple base-pairing rules that govern the formation of RNA helical structures. 
Compensatory mutations in RNA are therefore generally seen as those that maintain base 
pairing interactions, and their identification has been central for comparative sequence 
analyses in the prediction of RNA secondary structures and for phylogenetic analyses.  
  
Compensatory mutations in RNA are not strictly limited to base-pairing interactions. 
Other types of structural compensations, such as helix-length compensation, can help provide 
higher-order structural and evolutionary information. The concept of helix-length 
compensation was first introduced in the prediction of co-axially stacked helices for rRNAs 
[1]. It was suggested that since co-axially stacked helices are expected to maintain a constant 
overall length in a functional RNA architecture, comparative sequence analysis could support 
co-axially stacked helices when one helix in a group of organisms is shorter, while its partner 
helix in that group is longer by the same number of base pairs [1]. In support of this theory, 
comparative sequence analysis previously predicted the existence of co-axially stacked helices 
in 23S rRNA (helices 2646-2652/2668-2674 and 2675-2680/2727-2732; [2]), which was 
subsequently confirmed in the X-ray structure of the 50S rRNA subunit [167]. Co-axial 
stacking of the group I intron P1 and P2 helices were also previously inferred from helix-
length variations [4] and later confirmed from crystal structures [5,6]. A more elaborate 
investigation of tertiary structure compensation has been previously reported as part of a 
comparative sequence analysis of mitochondrial tRNA sequences that do not fit the standard 
cloverleaf consensus [7].  3D modeling helped describe several types of structural 
compensations, including helix-length compensations, that can help maintain the global L-
shape in these atypical tRNAs [7].  
 In this work, we extend the concept of helix-length compensation for structure-function 
studies of RNA using the Neurospora Varkud satellite [31] ribozyme as a model system (for 
 
58 
reviews, see [8-10]; Figure 2.1A). Like other nucleolytic ribozymes, the VS ribozyme adopts a 
simple RNA architecture that allows phosphodiester cleavage activity. Notably, the VS 
ribozyme has the unique ability to specifically recognize its stem-loop I [145] substrate 
through formation of a kissing-loop interaction with stem-loop V (SLV; [11-13]). This I/V 
kissing-loop interaction of the VS ribozyme is ideally suited for performing helix-length 
compensation studies since mutant substrates and ribozymes can be synthesized separately and 
then mixed in various combinations for kinetic characterization (Figure 2.1B). Furthermore, in 
the 3D models of the VS ribozyme, helices I and V are extended away from each other in a 
similar manner as coaxially stacked helices [14-18].  It is expected that adding (or removing) 
base pairs within stem Ib would disrupt productive docking of the SLI cleavage loop with the 
A730 loop of stem-loop VI to form the proposed active site [10,19-27] and significantly 
reduce cleavage activity, as previously observed for stem V length variants [16,28]. We 
hypothesize that cleavage activity of stem Ib length variants could be restored by adjusting the 
number of base pairs within stem V of the ribozyme, such that the total number of base pairs 
within stems Ib and V is preserved (Figure 2.1B). To explore this possibility, we combined 
kinetic characterization of variants and 3D modeling. Our helix-compensation study with the 











MATERIALS AND METHODS 
 
Plasmids 
The pAvapl plasmid used for transcription of Avapl (Figure 2.1A) was constructed by PCR 
from the A-3 clone [18,29]. The plasmids for transcription of Avapl ribozyme variants (Figure 
2.1B) were prepared by QuikChangeII site-directed mutagenesis from pAvapl (Stratagene, 
CA). All plasmids were validated by DNA sequencing. 
 
Preparation of RNA for kinetic studies 
The R0 ribozyme and variant sequences (Figure 2.1) were prepared by in vitro T7 RNA 
polymerase transcription from the pAvapl plasmid (or derivatives) linearized at the AvaI site. 
All ribozymes were purified as previously described [18]. The S0 substrate and variant 
sequences (Figure 2.1) were synthesized in vitro using T7 RNA polymerase and a single-
stranded synthetic oligonucleotide template (Integrated DNA Technologies, IA).  They were 
purified by denaturing gel electrophoresis, dephosphorylated with calf alkaline phosphatase 
and 5'-end-labeled with γ-(32P) ATP (PerkinElmer, Ont.) using established procedures [18]. 
 
Single-substrate kinetic studies 
All reactions were carried out at 30˚C in reaction buffer (50 mM Tris pH 7.5, 25 mM KCl, 2 
mM spermidine and 25 mM MgCl2). Prior to starting the cleavage reaction, the 5'-32P-labeled 
substrate was heated to 95˚C for 1 min in storage buffer (10 mM Tris pH 7.6 and 1 mM 
EDTA) and snap-cooled to promote hairpin formation. Cleavage reactions were initiated by 
addition of equal volume (20 µL) of the 5'-32P-labeled S and R, either the wild-type R (R0) or 
mutants (Figure 2.1B), after a 5-min pre-incubation of S and R at 30˚C in reaction buffer. 
Typically, about 10 aliquots of 3 µL were removed from the 40 µL-reaction mixture at 
specific times, and the reaction was stopped by addition of 12 µL of stop mix (50 mM EDTA 
pH 8.0, 0.04% xylene cyanol, 0.04% bromophenol blue and ≥ 85% formamide) and transfer to 
4˚C. Samples were analyzed by denaturing gel electrophoresis [20% acrylamide:bisacrylamide 
(19:1) / 7 M urea gels]. For each time point, the amounts of substrate and product were 
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quantified using a Molecular Imager FX and the Quantity One 1D analysis software version 
4.6.2 (Bio-Rad Laboratories, Ont.). 
 
Single-turnover kinetic experiments were typically performed with [S] = 250 pM and 
excess R (0.005 to 5 µM). The percentage of remaining substrate [F = St/(St+Pt)*100%; where 
St and Pt are the amount of substrate and product at time t] was plotted against time. The 
resulting time courses were fitted to the equation F = Ae-(kobs *t) + F∞, where A is the 
amplitude, kobs is the rate of the reaction and F∞ is a variable that represents the amount of 
substrate at the end point of the cleavage reaction. The value of kobs, the standard error for kobs, 
and the F∞ parameter were estimated by non-linear regression analysis within the OriginPro 
8.1 software (OriginLab, MA). The F∞ values are below 10% for all S/R combinations.  
 
The dependence of kobs on [R] was analyzed by linear regression to derive the second 
order rate constant of the reaction, kcat/KM.  The linear dependence of kobs on [R] was observed 
from 0.005 to 1 µM for S0/R0 and from 0.005 to 3 µM for both S+1bp/ R0 and S-1bp/R0. The 
quality of the fit for the linear dependence of the kobs on [R] was obtained from the square of 
the correlation coefficient (R2), and in all cases R2 was ≥ 0.99. Single-substrate kinetic 
experiments were all performed from at least three independent experiments, and reported 
kcat/KM and their errors are average values and standard deviations, respectively, from these 
multiple measurements.  
 
Multiple-substrate kinetic studies 
Multiple-substrate kinetic studies were carried out as single-turnover reactions under the same 
conditions as the single-substrate kinetic studies.  The main difference is that the cleavage 
reactions were initiated by addition of equal volume (20 µL) of R (0.005 - 5 µM of either R0 or 
a mutant) and a mixture of 5'-32P-labeled nucleic acids containing all substrates (S-2bp, S-1bp, S0, 
S+1bp, S+2bp, S+3bp and S+4bp; 35 pM of each) and, in certain cases, a non-cleavable DNA hairpin 
control (5'- CGG CGA AGC ATC GTC GGC TTC GCC G -3'; 35 pM). In addition, the 
percentage of remaining substrate was expressed as F = (St/S0)*(C0/Ct)*100% and plotted 
against time, where S0 and C0 are respectively the amount of substrate and non-cleavable S-2bp 
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control at time t = 0 and St and Ct represent the corresponding values at time t ≠ 0. Values for 
the reaction rate kobs, amount of uncleaved substrate F∞ and specificity constant kcat/KM were 
derived as for the single-substrate kinetic studies. All multiple-substrate kinetic experiments 
were performed at least three times, and reported kcat/KM and their errors are average values 
and standard deviations, respectively, from these multiple measurements. 
 
Localization of the substrate cleavage site 
The site of cleavage was determined for all S/R combinations where cleavage was observed. 
For this purpose, the substrates were subjected to cleavage in single-substrate kinetic 
conditions chosen to yield approximately ∼50% cleavage. Cleavage reactions were analyzed 
by denaturing gel electrophoresis [20% acrylamide:bisacrylamide (19:1) / 7 M urea gels] and 
by comparison with partial T1 nuclease digest and alkaline hydrolysis of S0. 
 
Native gel studies of RNA substrates 
Non-denaturing polyacrylamide gel electrophoresis was carried out on a 7.5% polyacrylamide 
bisacrylamide (37.5:1) gel in TB buffer (50 mM Tris borate pH 8.0 and 5 mM magnesium 
acetate). Prior to loading, the RNA substrates were heated at 95˚C for 2 min in storage buffer 
and transferred on ice for 5 min. The gel was pre-run for 30 min at 200 V, run for 2 hrs at 250 
V and 4˚C and then stained with Stains All (Sigma-Aldrich, Ont.). 
 
Structural modeling of SLI/SLV complexes 
3D models of the SLI/SLV complex were generated using a stepwise procedure 
(Supplementary Figure 2.3). As a first step, RNA fragments were modeled using the 
constraint-satisfaction software MC-Sym 3.3.2 [30]. Several models of the I/V kissing-loop 
junction core (residues 626-634 and 695-701) were first obtained separately using the NMR 
structure of magnesium-bound SLV [31] and constraints derived from biochemical studies, as 
previously described [18]. A unique structural model was obtained for each type of SLI stem 
(S-1bp to S+4bp ; residues 619-625 and 635-640 for S0), in accordance with the secondary 
structure model (Figure 2.1) and the NMR structure of the active conformation of the cleavage 
site internal loop [32]. A unique structural model was also obtained for each type of SLV 
stems (R-4bp to R+1bp ; residues 689-694 and 702-707 for R0), in accordance with the secondary 
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structure model (Figure 2.1). Before being grafted together, the core and stem models were 
energy minimized using the molecular dynamics software Sander [33] based on the Amber 
force field and including covalent, electrostatic, Van der Waals energies, as well as implicit 
solvation in the form of a Generalized Born model [34]. Several rounds of minimization (100 
000) were first applied including restraints to maintain Watson-Crick base pairing and 
followed by fewer rounds of minimization (1000) without these restraints. The minimized core 
and stem models were then filtered using a custom C++ program based on the freely 
accessible C++ library MC-Core [30]. The filter-selected models that preserved global 
structural integrity (heavy-atom rmsd between the pre- and post-minimization model less than 
2.0 Å) and key structural features (covalent integrity of backbone, Watson-Crick base pairs at 
the I/V kissing-loop junction, and hydrogen bonds typical of U-turn structure in SLI between 
U628 2'-O and G630 N7 and between U628 N3 and U631). Each remaining core model was 
then assembled using MC-Sym with all possible combinations of stem I (S-1bp to S+4bp) and 
stem V (R-4bp to R+1bp), energy minimized and filtered to create 36 sub-models that form a 
common-core group.   
 
For all selected SLI/SLV sub-models, helical axes were computed using Curves+ for 
stem Ib and V [35].  The interhelical angles (θI-V) and axial displacement (dI-V) between these 
two axes were computed by vector methods within Pymol using Python scripts.  For 
calculation of dI-V, a reference point O was first set midway between atoms corresponding to 
A698 N3 and U631 N1 of the kissing-loop interaction.  Two segments OA and OB were 
calculated that start at this reference point to reach the two helical axes at point A and B in a 
perpendicular orientation.  The distance of the AB segment was taken to represent the axial 
displacement.  The reported values of θI-V and dI-V are average values of all sub-models from a 
common-core group. 
 
Selection of SLI/SLV models compatible with kinetic data 
In order to select common-core groups that are compatible with the kinetic data, the 
sub-models of each common-core group were first compared to their reference S0/R0 sub-
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model using an rmsd criteria. The sub-models were first superimposed to the S0/R0 sub-model 
based on alignment of the first base pair of SLV (residues 689 and 707 in S0/R0). Heavy atoms 
pairwise rmsds between the cleavage site region of SLI of the S0/R0 sub-model (residues 619-
623 and 637-640) and that of each sub-models were then computed. For each common-core 
group, the rmsd distributions for the high-activity [(kcat/KM)/(kcat/KM) ≥ 0.25)] and low-activity 
[(kcat/KM)/(kcat/KM) ≤ 0.01)] classes of S/R pairs were compared using a Welch’s t test [36]. 
The normality assumption was verified using the Shapiro-Wilks test [37] on each distribution, 
and no significant violation was found (α = 0.05). Common-core groups compatible with 
kinetic data were selected when statistically significant differences (at α = 0.02) were 
















For helix-length compensation studies, we performed kinetic studies of trans cleavage 
with the Avapl VS ribozyme and an SLI substrate, herein termed R0 and S0, respectively 
(Figure 2.1A). The S0 substrate adopts a pre-shifted active state (Figure 2.1A) that is rapidly 
cleaved by the VS ribozyme [18].  Helix-length mutations were introduced within stem Ib of 
S0 (Figure 2.1B) that remove up to 2 bp (S-1bp and S-2bp) or add up to 4 bp (S+1bp, S+2bp, S+3bp 
and S+4bp).  Helix-length mutations were also introduced within stem V of R0 (Figure 2.1B) 
that add up to 2 bp (R+1bp and R+2bp) or remove up to 4 bp (R-1bp, R-2bp, R-3bp and R-4bp). 
Compensatory substrate/ribozyme (S/R) variant pairs are those for which the total number of 
base pairs in stems Ib and V is identical to the S0/R0 reference pair (Figure 2.1B). We 
hypothesize that, in the simplest scenario, compensatory S/R variant pairs would retain 
cleavage activity, whereas other S/R variant pairs would not. 
 
Single-substrate kinetic studies 
We first examined the specificity of R0 for each substrate individually by determining 
the second-order rate constant (kcat/KM) under single-turnover conditions [18], as illustrated for 
S0 in Figure 2.2. Cleavage reactions were performed with 32P-labeled S0 and excess R0 and 
monitored by denaturing gel electrophoresis (Figure 2.2A). The percentage of remaining 
substrate was plotted against time to derive the value of the first-order rate constant kobs 
(Figure 2.2B).  For S-1bp, S0 and S+1bp a linear relationship is observed when kobs is plotted as a 
function of R0 concentration, and the values of catalytic efficiency (kcat/KM) were obtained 
from the slope of this graph (Figure 2.2C and Table II.I).  For all other substrates (S-2bp, S+2bp, 
S+3bp and S+4bp), the value of kobs is below the detection limit (≤ 0.001 min-1) at R0 
concentrations up to 5 µM, and therefore the value of kcat/KM can not be determined 
(Table II.I). To insure that the lack of reactivity of certain substrates is not due to folding 
defects, they were analyzed by native gel electrophoresis (Supplementary Figure 2.1). All 
substrates, with exception of S-2bp, migrate as a single band on the gel, at a position typical of 
small RNA hairpins, in agreement with the predicted secondary structure [38]. Most of the 
S-2bp substrate migrates slower, indicating that it adopts a duplex conformation that is 
incompatible with cleavage by R0. 
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For R0, the highest value of kcat/KM is obtained with S0 (11 ± 1 min-1µM-1).  
Surprisingly, the kcat/KM values for S-1 (5.2 ± 0.8 min-1µM-1) and S+1 (2.7 ± 0.3 min-1µM-1) are 
reduced by only 2- and 4-fold, respectively, with respect to S0 (Table II.I). The similar 
substrate specificities of R0 for S-1, S0 and S+1 point to the adaptability of the VS ribozyme 
architecture to cleave a range of substrates with 3-5 bp in stem Ib, indicating a certain level of 
promiscuity in substrate selection.  
 
Multiple-substrate kinetic studies 
Single-substrate kinetic studies performed with R0 are fairly tedious and time-
consuming, especially given that several time-courses are needed to derive kcat/KM values for 
an individual substrate, each kcat/KM is determined at least three times, and multiple substrates 
are being investigated. To accelerate the kinetic characterization of the remaining S/R variant 
pairs (Figure 2.1B), we set up a multiple-substrate kinetic procedure in which one enzyme is 
simultaneously incubated with a mixture of substrates [29]. Single-turnover conditions were 
chosen for our studies because the enzyme is in excess with respect to all substrates, and there 
should be no competition between the various substrates. Given the different sizes of 
substrates investigated (Figure 2.1B), the disappearance of any given substrate is easily 
monitored by denaturing gel electrophoresis (Figure 2.3). The percentage of remaining 
substrate can be reliably estimated from the ratio of substrate remaining at time t to that at 
time zero provided that normalization of input RNA in each lane can be achieved. For 
normalization, we initially added a non-cleavable DNA control in the cleavage reaction, but 
later found that quantification is more reliable using the non-cleavable S-2bp RNA that gives a 
better-defined band on the gel (Figure 2.3). 
 
The multiple-substrate kinetic procedure was first performed with R0, revealing 
essentially identical kcat/KM values to those obtained with the single-substrate kinetic method 
(Table II.I). These results confirm the reliability of the multiple-substrate procedure and, thus, 
similar studies were conducted with the variant ribozymes, except for R+2bp because its helix-
length complementary substrate S-2bp is not cleavable. Interestingly, substrate cleavage is 
observed for several S/R pairs, with many having similar kcat/KM values as the S0/R0 pair 
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(Table II.II). To verify that substrate cleavage for all functional S/R pairs yields the same 
product, the reaction products were analyzed by comparing their migration with alkaline and 
T1 digests on denaturing gels.  The results clearly demonstrate that cleavage occurs between 
G620 and A621 for all substrates cleaved by either R0 or variant ribozymes (Supplementary 
Figure 2.2). Thus, the helix-length mutations investigated here have no effect on cleavage site 
selection. 
 
As expected, helix-length compensation is observed for all variant ribozymes, since the 
highest values of kcat/KM are observed with the compensatory substrate or one that differs by a 
single base pair. More precisely, the most active S/R combinations for each ribozyme are: 
S-1bp/R+1bp, S0/R0, S+1bp/R-1bp, S+1bp/R-2bp, S+2bp/R-3bp and S+3bp/R-4bp. However, kcat/KM values 
similar to that of S0/R0 (within 4-fold; shaded in Table II.II) are observed only for four of the 
six ribozymes (R0, R-1bp, R-2bp and R-3bp). For the R+1bp and R-4bp ribozymes, the maximal 
kcat/KM values are reduced significantly, ~80 and ~30 fold, respectively, compared to S0/R0. 
 
Structural modeling of SLI/SLV complexes compatible with kinetic data 
Catalysis generally requires the precise positioning of chemically active groups within the 
active site, which in the VS ribozyme results from the precise docking of the cleavage site and 
A730 internal loops [10,19-27]. Thus, it is likely that the cleavage site loop is presented in a 
favorable position for productive docking in the most active S/R combinations, but not in the 
inactive or poorly active S/R combinations. To explore how the relative positioning of the 
cleavage site loop is affected by helix-length mutations, a structural modeling approach was 
used. We chose to model an SLI/SLV complex as opposed to models of complete S/R pairs to 
simplify the modeling procedure and limit the structural consequences of helix-length 
mutations. Furthermore, the SLI/SLV models allow us to examine the effect of helix-length 
variations on the positioning of the scissile phosphate in SLI relative to a common base pair in 
SLV. This approach is consistent with our kinetic studies of S/R pairs in which ribozyme 
mutants retain a common core sequence and the fact that free substrates interact primarily 
through the formation of the I/V kissing-loop interaction (Bouchard, P., Delfosse, V. and 
Legault, P., unpublished data). We assumed that realistic 3D models would be compatible 
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with the kinetic data, such that the relative positioning of the cleavage site loop in active S/R 
combinations would be distinct from that found with inactive S/R combinations.  
 
 3D models of the SLI/SLV complexes were generated using a stepwise procedure 
(Supplementary Figure 2.3). First, several models of the I/V kissing-loop junction core were 
obtained using previously described constraints [18]. Of these core models, 56 were then 
selected because each could be used to build a common-core group of 36 sub-models that 
contain all combinations of SLI (S-1bp to S+4bp) and SLV stems (R-4bp to R+1bp) and remain 
consistent with input structural constraints after energy minimization. For all selected sub-
models (56 x 36), the interhelical angles between stems Ib and V were computed and average 
values were determined for each common-core group.  A wide range of axial displacements 
(dI-V =12-24 Å), and interhelical angles (θI-V = 108˚ to 175˚; Figure 2.4) are observed among 
the common-core groups, pointing to the extensive conformational sampling of the modeling 
procedure. 
 
 We hypothesized that for common-core groups compatible with the kinetic data, the 
sub-models of the high-activity class [(kcat/KM)/(kcat/KM)0 ≥ 0.25); Table II.II] should be 
significantly different than those of the low-activity class [(kcat/KM)/(kcat/KM) 0 ≤ 0.01); 
Table II.II] of S/R pairs. In order to compare the structures of the sub-models, pairwise rmsd’s 
were calculated between the sub-models of each common-core group and their reference S0/R0 
sub-model. For each common-core group, the rmsd distributions for the high-activity and low-
activity classes of S/R pairs were compared using a Welch’s t-test [36]. Interestingly, we 
observe a good correlation between P-values and interhelical angles (Figure 2.4), where 
common-core groups with average interhelical angles (θI-V) closer to 180˚ show smaller P-
values and are thus more likely to be consistent with the kinetic data. Group 13 (θI-V = 166.0˚ 
± 3.6) was selected for structural analysis, but similar conclusions are obtained for other 
common-core groups with P-values smaller than the α threshold value of 0.02 (group 12: θI-V 




The 3D structure of the S0/R0 sub-model from the selected group reveals that, although 
the helical axes of stems Ib and V are more or less co-linear, the two stems are not co-axial 
(Figure 2.5A). Rather, there is a significant perpendicular displacement (dI-V ~20 Å) between 
these axes that results from the structure of the kissing-loop junction. The spatial relation 
between these two axes is reflected in the structure of variant S/R pairs, as illustrated in Figure 
2.5B-D. The superposition of all S/R pairs containing R0 shows that the scissile phosphates of 
the high-activity substrates (deep orange spheres in Figure 2.5B) cover a ~7.5 Å distance on 
one side of stem Ib, whereas those of low-activity substrates (white spheres in Figure 2.5B) 
rotate around the helical axis towards a different side of the helix. Thus, this superposition 
indicates that limited helical displacements of the scissile phosphate are compatible with 
productive docking of the substrate internal loop with the catalytic domain. 
 
To better understand the helix-length compensation observed between selected S/R 
pairs, we superposed the S/R pairs that produce maximal cleavage activity for each ribozyme 
(Figure 2.5C and D).  It is clear from both the top-down (Figure 2.5C) and front views (Figure 
2.5D) of this superposition that the scissile phosphates are distributed along the arc of a circle. 
Those of the high-activity S/R pairs (deep orange in Figure 2.5C and D) span a chord length of 
~22 Å. This superposition suggests that large, but restricted displacements of the scissile 
phosphate along this arc are compatible with productive docking of the substrate internal loop 











In this study, we explored an unusual type of compensatory mutations in RNA, termed 
helix-length compensations, using the VS ribozyme as a model system. VS substrate and 
ribozyme variants were prepared in which the number of base pairs in stems Ib and V were 
either reduced or increased compared to the reference S0/R0 pair. Several S/R combinations 
were found to be nearly as active as the reference pair, with precise and efficient cleavage 
obtained for substrate derivatives that contain 3-6 bp in stem Ib. Thus, this work expands the 
substrate specificity of the VS ribozyme architecture, while revealing its adaptability for 
efficient substrate cleavage. Two interesting aspects of this adaptability are limited substrate 
promiscuity with respect to stem Ib length and helix-length compensations between stems Ib 
and V. 
 
Substrate promiscuity in the VS ribozyme 
Substrate cleavage by R0 occurs most efficiently with a stem Ib containing 3-5 
potential base pairs, whereas the catalytic efficiency for substrates with 6-8 bp in stem Ib is 
reduced at least 50 000-fold compared to S0. Thus, there is limited substrate promiscuity with 
respect to stem Ib length for cleavage by R0, and comparable results are obtained with R-1 and 
R-2. A similar phenomenon has previously been observed for the 5'-splicing reaction of the 
group I intron ribozyme, where the cleavage site coincides with a G-U wobble pair in the first 
stem-loop (P1) of the intron [39]. Cleavage at the correct site was observed when the G-U 
wobble pair was inserted within a three-base pair window of the P1 stem [39]. Although the 
cleavage mechanisms of the group I intron and VS ribozymes differ significantly, both require 
productive docking of a hairpin substrate with the catalytic domain. Thus, for both ribozymes, 
helical displacement of the scissile phosphate within a window equivalent to 3 bp is 
compatible with productive docking and cleavage at the correct site.  
 
Helix-length compensation between stems Ib and V 
We initially hypothesized that the reduced cleavage activity of defective stem Ib 
variants by R0 could be restored by adjusting the number of base pairs within stem V, such that 
the total number of base pairs within the two stems would be preserved. Examination of the 
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kinetic data indicates that there is, as predicted, helix-length compensation between stems Ib 
and V. Indeed, substrates for which cleavage is not detected with R0 (S+2bp, S+3bp, S+4bp) are 
cleaved by a ribozyme variant. However, the cleavage activities of the compensatory S/R pairs 
are not all restored to the reference level. In agreement with these results, 3D modeling of the 
I/V kissing-loop complex indicates that the global orientation of stem Ib and V significantly 
affects the position of the scissile phosphate in the variant S/R pairs. 
 
 An unexpected aspect of this helix-length compensation study is that it helps provide 
global structural information on the I/V kissing-loop interaction. From an ensemble of 
SLI/SLV models that display a wide range of interhelical angles (108º ≤ θI-V ≥ 175º) and axial 
displacements (dI-V = 12-24 Å), three models were selected that best fit the kinetic data.  These 
models display a much smaller range of interhelical angles and axial displacements (θI-V = 
165º-171º and dI-V =18-21 Å), with near colinearity of their helical axes.  By comparison, our 
previously reported model of the SLI/SLV complex [18] exhibits interhelical parameters (θI-V 
= 106º and dI-V =16 Å) that are somewhat compatible with the ensemble of models, but not 
with our selected models.  In contrast, the approximate colinearity of stem Ib and V is 
consistent with a 3D model of the VS ribozyme derived from biochemical and mutational data 
[14,28], however sufficient constraints were not available to precisely define the interhelical 
angle these two stems nor to rule out alternative models (Collins, R.A., personal 
communication).  Similarly, the global model of the VS ribozyme based on fluorescence 
energy transfer data does not incorporate sufficient constraints, particularly for the SLI/SLV 
interaction, to allow a fair comparison with our selected models [15,16].  Interestingly, the 
model of the complete VS ribozyme derived from small-angle X-ray scattering (SAXS) show 
an interhelical angle close to that of our selected models [θI-V = 154º and dI-V =25 Å; [17]].     
This similarity between our selected models and the SAXS model is particularly surprising 
given that the folding of the complete ribozyme was not accounted for in our modeling 
studies.  In addition, the SAXS model includes helix VII that is not present in the VS used for 
our kinetic study.  The small difference in axial displacement between our selected models and 
the SAXS model likely reflects structural differences at the kissing-loop junction.  
Nevertheless, this comparison with the SAXS model suggests that the combination of kinetic 
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data from helix-length variants with 3D modeling represents a potentially powerful approach 
to extract interhelical parameters. 
 
Adaptability of the VS ribozyme architecture for substrate cleavage 
Given the intrinsic adaptability of the VS ribozymes architecture for substrate 
cleavage, the modeling results give an appreciation of the level of structural adaptation that is 
likely at stake for productive docking of the SLI cleavage site internal loop with the A730 loop 
of SLVI. However, these models do not explain how high-activity S/R pairs move relative to 
the wild-type S/R pair to allow formation of the active site and efficient cleavage.  
 
 An emerging view in RNA structure formation is that tertiary interactions form as a 
result of conformational sampling of helical domains within a distribution of conformations 
that is limited, in part, by the inherent flexibility of helical connectivities (for recent reviews 
see [40,41]). It is likely that in the VS ribozyme, flexible elements such as its bulges, internal 
loops, three-way junctions, and even its I/V kissing-loop junction [42,43] allow 
conformational sampling of helical domains, including SLI and SLVI, through which a well-
defined active site can emerge. According to this view, the ability to sample the active 
conformation may be conserved in high-activity S/R pairs but not in those with lower activity. 
Future investigations are needed to help identify the dynamic features responsible for the 
conformational adaptability of the VS ribozyme and determine if a similar adaptability exists 
in other functional RNAs.  
 
Prospects for RNA research 
Helix-length compensation represents an alternative approach for investigating the 
sequence and structural repertoire of functional RNAs that could be applied to other helix 
pairs. In principle, helix-length compensation could be observed for helices that are more or 
less co-axially stacked [1-6] or those that are not co-axial but nearly colinear as observed for 
the VS ribozyme. Although helix-length compensations have been previously identified by 
comparative sequence analysis [1-6], such analysis may not identify all possible helix-length 
mutants. Indeed, the genetic mechanism through which such complex mutation pattern 
evolves likely requires multiple mutational events with an overall lower probability than 
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simple co-variation of base-pairing residues. Moreover, sequence searches may not always 
take into account the possibility for helix-length compensation. Systematic helix-length 
compensation studies could help improve the consensus sequence and structural model for a 
given functional RNA. Subsequently, revised RNA consensus sequence could be used for 
bioinformatics database search of additional representatives of known functional RNAs [44-
47]. Helix-length compensation studies could also help reveal the inherent adaptability of 
other complex RNA architectures and be useful for the design of RNAs with novel functions. 
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Table II.I Summary of kinetic data for R0a 






S-2bp n.d.a n.d. 
S-1bp 5.2 ± 0.8 5.9 ± 0.7 
S0 11 ± 1 11 ± 2 
S+1bp 2.7 ± 0.3 2.7 ± 0.4 
S+2bp n.d. n.d. 
S+3bp n.d. n.d. 
S+4bp n.d. n.d. 
aThe kcat/KM and their errors (in min-1µM-1) are average values and standard deviations, 
respectively, from at least three independent experiments. For several S/R pairs cleavage 
activity was not detected (n.d.; kobs ≤ 0.001 min-1) at [R]  ≤ 5 µM. 
Table II.II Summary of multiple-substrate kinetic dataa 
 R-4bp R-3bp R-2bp R-1bp R0 R+1bp 
 kcat/KM ratio kcat/KM ratio kcat/KM ratio kcat/KM ratio kcat/KM ratio kcat/KM ratio 
S-1bp n.d.  n.d.  n.d.  0.11 ± 0.02 0.0095 5.9 ± 0.7 0.54 0.13 ± 0.02 0.012 
S0 n.d.  n.d.  0.11 ± 0.02 0.01 12.0 ± 0.9 1.1 11 ± 2 1 0.019 ± 0.002 0.0017 
S+1bp n.d.  0.051 ± 0.006 0.0046 10 ± 1 0.87 14 ± 2 1.3 2.7 ± 0.4 0.25 0.013 ± 0.002 0.0012 
S+2bp 0.07 ± 0.01 0.0064 3.1 ± 0.2 0.28 7.4 ± 0.8 0.67 1.9 ± 0.3 0.17 n.d.  n.d.  
S+3bp 0.35 ± 0.04 0.032 0.66 ± 0.09 0.064 0.20 ± 0.05 0.018 n.d.  n.d.  n.d.  
S+4bp 0.040 ± 0.004 0.0036 0.020 ± 0.003 0.0018 n.d.  n.d.  n.d.  n.d.  
 
aThe kcat/KM and their errors (in min-1µM-1) are average values and standard deviations, respectively, 
from at least three independent experiments. The ratios correspond to (kcat/KM)/(kcat/KM)0, where 
(kcat/KM)0 is the value obtained using R0 and S0. Data for high-activity S/R pairs with ratios ≥ 0.25 are 
highlighted in grey. For several S/R pairs cleavage activity was not detected (n.d.; kobs ≤ 0.001 min-1) 






Figure 2.1 Primary and secondary structures of the substrate/ribozyme (S/R) pairs 
characterized here.  
(A) Parental VS ribozyme (R0) and substrate (S0). Substrate recognition involves a kissing-
loop interaction between residues 630-632 of S0 and 697-699 of R0. The arrowhead points to 
the cleavage site and the dashed box encloses the region under investigation. (B) Mutant S/R 
pairs. Only the mutated regions are shown along with the nomenclature of the mutated 







Figure 2.2  Single-substrate kinetic analysis of R0.  
(A) Cleavage of 5'-32P-labeled S0 by R0 (at 37.5 nM) monitored by denaturing gel 
electrophoresis. (B) The percentage of remaining substrate was plotted against time. The data 
were fitted to the non-linear equation F = Ae-(kobs *t) + F∞, to extract the value of kobs (kobs = 
0.332 ± 0.008 min-1; R2 = 1.00).  (C) Cleavage reactions were performed at various 
concentrations of R0, and the value of kobs was plotted against ribozyme concentration. For all 
kobs values, error bars are smaller than the data point on the graph. The data were fitted to a 
single exponential equation, and the kcat/KM is extracted by linear regression (kcat/KM = value of 






Figure 2.3  Simultaneous kinetic characterization of R-3bp with multiple substrates.  
The cleavage reactions of 5'-32P-labeled substrates (S) by R-3bp (at 100 nM) were monitored by 




Figure 2.4 Identification of SLI/SLV models compatible with the kinetic data.  
Plot of the P-value (Welch’s t-test) against the mean interhelical angle. The P-value was 
obtained from a Welch’s t-test that compared the rmsd distributions of the high-activity and 
low-activity classes of S/R pairs for a given common core group. The mean interhelical angle 
was obtained by computing the average interhelical angles of the 36 S/R pairs for each 
common-core group. All common-core groups showing a P-value < 0.02 are numbered. 
Standard deviations on the interhelical angles vary between 2˚ and 7˚, but were omitted from 





Figure 2.5 Model of an SLI/SLV complex compatible the kinetic data (common-core 
group 13).  
(A) Stick representation of the S0/R0 sub-model. (B) Cartoon representation of a superposition 
of the five mutant S/R0 sub-models on the S0/R0 sub-model. The black arrow points at the 
scissile phosphate of S0/R0. The scissile phosphates of the following substrates are shown from 
bottom to top: S-1, S0, S+1, S+2, S+3, S+4. (C) Top-down and (D) front views of the superposition 
of the most catalytically efficient sub-models of each ribozyme. The following S/R pairs are 
shown from left to right: S-1/R+1, S0/R0, S+1/R-1, S+1/R-2, S+2/R-1, S+3/R-4. In (B), (C) and (D), 
the sub-models were superposed to the S0/R0 sub-model based on heavy atom alignment of the 
first base pair of SLV (residues 689 and 707 in S0/R0). SLI and SLV are represented in deep 
blue and orange, respectively. Helical axes are represented as red rods and the phosphorus 
atom at the cleavage site is shown as a sphere. The phosphorus atoms are color-coded 
according to the catalytic efficiency of the sub-models {[(kcat/KM)/(kcat/KM) ≥ 0.25]: deep 





   
 
Supplementary Figure 2.1 Conformational analysis of the substrates used in this study 
by native gel electrophoresis.   
For each substrate, two quantities of RNA (1 and 4 µg) were loaded on the gel. All substrates 
migrate at a similar position on the gel, except for S-2bp which migrates slower, indicating that 
all but one of the substrates are in a single hairpin (H) conformation, whereas S-2bp 








Supplementary Figure 2.2  Identification of a common cleavage site for all functioning 
S/R pairs.   
Single substrate cleavage reactions of 5'-32P-labeled substrates by: (A) R-4bp and R-3bp; (B) 
R-2bp; and (C) R-1bp, R0 and R+1bp. These reactions were analyzed by denaturing gels, which 
show the substrates (S) and the 5'-product (P). For comparison, S0 was subjected to partial 





Supplementary Figure 2.3 Flowchart describing the stepwise procedure used to generate 
three-dimensional models of the SLI/SLV complex and select those compatible with 
kinetic data.  
Complete details are provided in Materials and Methods. 
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Mise en contexte 
Les études précédentes (au chapitre 2.0) ont mis en évidence l’adaptabilité de 
l’interaction kissing-loop I/V, qui a permis de modifier le ribozyme VS pour le clivage de 
substrats mutants possédant différentes longueurs de tige Ib.  Dans le but de poursuivre 
les études d’ingénierie, l’objectif de ce deuxième article était de substituer l’interaction 
kissing-loop I/V par des interactions kissing-loop dont la structure se trouve dans les 
bases de données (PDB), pour savoir si le ribozyme VS peut être adapté pour reconnaitre 
des substrats mutants avec des boucles différentes de celle de la tige-boucle SLI naturelle. 
L’interaction kissing-loop I/V est considérée comme une unité modulaire du ribozyme et 
par conséquent, sa substitution ne devrait pas avoir de conséquence importante sur le 
reste du ribozyme. Les mutants pour la substitution de l’interaction kissing-loop I/V ont 
été identifiés par une méthode bio-informatique, afin d’obtenir une interaction qui serait 
compatible avec l’activité de clivage du ribozyme VS. Les deux interactions kissing-loop 
sélectionnées sont : l’interaction TAR/TAR* du VIH-1 et l’interaction L88/L22 de 
l’ARNr 23S de l’eubacterium Deinococcus radiodurans. Ces interactions ont été 
transposées dans les boucles I et V du ribozyme VS et plusieurs longueurs de tiges Ib et 
V ont été testées comme au chapitre 2.0 pour déterminer les longueurs les plus 
appropriées pour accommoder les nouvelles interactions kissing-loop.  
 
Les études de cinétiques ont démontré que chacune des substitutions de 
l’interaction kissing-loop permet d’observer une activité de clivage substantielle. Par 
contre, l’activité de clivage est réduite comparativement à l’activité observée pour le 
ribozyme et le substrat de référence, respectivement R0 et S0 (chapitre 2.0). Cette baisse 
d’activité n’est pas due à une l’absence de la formation de l’interaction kissing-loop, 
puisque lorsque l’interaction ne peut pas se former, l’activité de clivage est diminuée par 
un facteur beaucoup plus grand que celui que nous observons. Une compensation des 
longueurs d’hélices a été observée dans cette étude, tout comme dans le cadre de l’étude 
précédente (chapitre 2.0). Des modèles des complexes substrat/ribozymes mutants ont été 
produits pour tenter d’expliquer cette activité plus basse chez les mutants. Ces modèles 
montrent que les mutants pour les interactions kissing-loop limitent vraisemblablement la 
formation du site actif du ribozyme, comparativement à l’interaction kissing-loop I/V. 
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The Neurospora VS ribozyme is a catalytic RNA that has the unique ability to 
specifically recognize and cleave a stem-loop substrate through formation of a highly 
stable kissing-loop interaction. In order to explore the engineering potential of the VS 
ribozyme to cleave alternate substrates, we substituted the wild-type kissing-loop 
interaction by other known kissing-loop interactions using an innovative engineering 
method that combines rational and combinatorial approaches. A bioinformatic search of 
the protein data bank was initially performed to identify kissing-loop interactions that are 
structurally similar to the one found in the VS ribozyme. Next, substrate/ribozyme pairs 
that incorporate these alternative kissing-loop interactions were kinetically and 
structurally characterized. Interestingly, several of the resulting substrate/ribozyme pairs 
allowed substrate cleavage with substantial catalytic efficiency, although with reduced 
activity compared to the reference substrate/ribozyme pair. Overall, this study describes 
an innovative approach for RNA engineering and establishes that the kissing-loop 
interaction of the trans VS ribozyme can be adapted to cleave other folded RNA 
substrates. 
 
Keywords: rational engineering of RNA, kissing-loop interactions, helix-length 










The Neurospora VS ribozyme belongs to the family of natural nucleolytic ribozymes, 
which are less than 200 nucleotides in size and include the hairpin, HDV, hammerhead, 
glmS, twister, twister sister, pistol and hatchet ribozymes [1-5]. Like many other 
ribozymes, the VS ribozyme provides a good model system for fundamental studies of 
RNA structure and function, which are of value for understanding more complex RNA-
mediated processes [6]. So far, a large body of in vitro work has led to a comprehensive 
functional and structural understanding of the VS ribozyme both in its cis and trans 
forms, which vary according to the covalent attachment of the stem-loop I (SLI) substrate 
domain (for reviews see [1,7-9]). These studies have highlighted a unique mode of 
substrate recognition for the VS ribozyme, which involves specific recognition of the SLI 
domain in a folded hairpin state [10]. Only a few studies have addressed the possibility of 
using the VS ribozyme to target and cleave RNA stem-loops that differ from the natural 
SLI substrate. In contrast, several other small nucleolytic ribozymes, particularly the 
hairpin, hammerhead and HDV ribozymes, have been modified to cleave numerous 
alternative single-stranded RNA substrates. For the VS ribozyme, the engineering 
principles that govern recognition of alternate substrates are likely more complex, but 
remain to be elucidated.   
 
 The catalytic domain or trans VS ribozyme (helical domains II-VI; Fig. 3.1A) 
recognizes its hairpin substrate (stem-loop I or SLI) via the formation of a kissing-loop 
interaction (KLI) required for efficient cleavage activity [10,11]. In earlier work, 
mutagenesis and chemical modification studies provided evidence that this KLI contains 
three WC/WC base pairs (bp) between loop I (G630, U631 and C632) and loop V (G697, A698 
and C699), and that both loops likely form U-turn motifs [11]. More recently, the NMR 
structure of an SLI/SLV complex [12] and the crystal structure of the complete VS 
ribozyme [13] confirmed formation of the U-turn motifs and three cis WC/WC bp, but 
they also revealed the presence of a cis WC/sugar edge bp between C629 and A701 
(between C10 of SLI and A14 of SLV in the SLI/SLV complex; Fig. 3.1B). In vitro 
selection and biochemical studies of the VS ribozyme [14,15] as well as NMR studies of 
several SLI/SLV complexes [12] have provided evidence that formation of the I/V KLI is 
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associated with a helix shift in the SLI substrate that is essential for catalysis. SLI 
variants that adopt a pre-shifted conformation bind with higher affinity to both the trans 
ribozyme [16] and an isolated SLV [17]. Moreover, isothermal titration calorimetry 
studies of SLI/SLV complexes conducted with a pre-shifted SLI RNA demonstrated that 
the I/V KLI is remarkably stable (Kd = 0.24 ± 0.02 µM) and constitutes the predominant 
energetic contribution for substrate binding by the trans VS ribozyme [17]. The I/V KLI 
is also important for substrate docking with the catalytic domain, which allows for the 
formation of the active site [18]. In the proposed general acid-base mechanism of the VS 
ribozyme cleavage reaction, G638 from the internal loop of SLI (G638 loop) acts as the 
general base and A756 from the internal loop of SLVI (A756 loop) acts as the general acid  
[19-26]. The recent crystal structure of the VS ribozyme confirms that the active site is 
formed through the association of these two internal loops, in which G638 and A756 are 
properly positioned with respect to the scissile phosphate to fulfill their proposed roles in 
catalysis [13]. 
 
 Only a limited number of studies have investigated the possibility of using the VS 
ribozyme to selectively cleave RNA stem-loops other than its natural SLI substrate. 
Although minor changes to the sequence of the natural SLI substrate are compatible with 
VS ribozyme cleavage [11,14,27-30], larger sequence changes in the substrate may only 
be possible by incorporating compensating changes in the catalytic domain. To test this 
possibility, we recently investigated the cleavage of variant SLI substrates, in which the 
number of base pairs in stem Ib was either increased or decreased, using variant trans 
ribozymes containing a variable number of base pairs in stem V [31]. We observed helix-
length compensation between stem Ib and stem V, since the highest activity for each 
ribozyme variant was observed with a substrate that contains the compensatory number 
of base pairs in stem Ib (or one less). Moreover, this study establishes that VS ribozyme 
derivatives efficiently cleave SLI substrates that contain an alternate number of base pairs 
in stem Ib. 
 
 Given these encouraging results with the VS ribozyme, we were interested to gain 
further insights into the adaptability of this unique ribozyme for specific cleavage of 
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folded RNA stem-loops. Previous studies have led to the idea that the I/V KLI of the VS 
ribozyme is an independent RNA module [12,15,17,30], and we hypothesized that this 
KLI can be substituted by other KLIs to create variant ribozymes that efficiently cleave 
stem-loop substrates with a modified terminal loop. In the present study, we developed a 
rational engineering approach to replace the I/V KLI of the Neurospora VS ribozyme by 
other KLIs and achieve efficient substrate cleavage (Fig. 3.1C). This rational approach is 
supported by the recently available NMR structure of an SLI/SLV complex [12] and the 
crystal structure of the complete VS ribozyme [13]. We first performed a bioinformatic 
search for KLIs in the protein data bank (PDB), which allowed us to identify two KLIs 
that share structural characteristics with the natural KLI of the VS ribozyme. Next, VS 
substrate/ribozyme (S/R) pairs, in which the I/V KLI was substituted by each of these two 
KLI candidates, were prepared using several combinations of helix length for stems Ib 
and V [31] in order to fine-tune the structural context of the surrogate KLIs necessary to 
obtain efficient cleavage of the modified substrates. The engineered S/R pairs were then 
kinetically characterized to identify the most efficient ones and structurally evaluated to 
validate the procedure. Interestingly, several novel S/R pairs were identified that display 
substantial catalytic activity, further illustrating the adaptability of the VS ribozyme 
















MATERIALS AND METHODS 
Search for KLIs with WebFR3D. A bioinformatic search was performed with 
WebFR3D [32] to find KLIs in the PDB. The search query was defined as an interaction 
matrix between a set of six nucleotides with no specific nucleotide identity (NT1 to NT6; 
Supplementary Fig. 3.1B). Nucleotides NT1 and NT3 form a cis WC/WC base pair that 
closes the first loop, and this loop contains a non self-pairing strand of 4-10 nucleotides. 
Nucleotides NT4 and NT6 form a cis WC/WC base pair that closes the second loop, and 
this loop also contains a non self-pairing strand of 4-10 nucleotides. Nucleotides NT2 and 
NT5 are part of the first and second loops, respectively, and must form a cis WC/WC 
base pair. Finally, residues NT1-NT3 must be either sequentially located 5' respectively 
to residues NT4-NT6 or part of a different chain. For this search, we used the WebFR3D 
list of non-redundant RNA-containing structures determined by X-ray crystallography, 
Cryo-EM or NMR spectroscopy.  
 
Clustering of WebFR3D results. A custom Python script was used to parse the HTML 
output file of WebFR3D. The script extracts two key features about each entry: the PDB 
ID code of the associated structure and the type and numbering of the nucleotides (NT1-
NT6) matching the query. It then uses this information to cluster all fragments associated 
with a single KLI and quantifies the number of cis WC/WC base pairs associated with 
this interaction. 
 
Structural data retrieval and result listing. A custom Python script was used to 
automatically gather information about each KLI. The size of each loop and the total 
number of cis WC/WC base pairs in the KLI were retrieved directly from the cluster of 
WebFR3D results and used to define the secondary structure of each KLI. Additional 
information was retrieved from the RCSB repository via the PDB ID code of the KLI. 
The information gathered about each KLI structure was listed as an HTML page enriched 
with JavaScript (Supplementary Fig. 3.1D and supplementary Table III.I). 
 
Plasmids. The Avapl ribozyme (R0, Fig. 3.1A) is a derivative of the AvaI ribozyme and 
its parental plasmid (pAvapl) was constructed by PCR from the A-3 clone [10]. The 
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plasmids for transcription of the RTAR*, RL22 and RL88 ribozyme variants (Fig. 3.3A and 
Supplementary Figs. 3.3A and 3.4A) were prepared by QuikChange II site-directed 
mutagenesis (Stratagene, CA). All plasmids were validated by DNA sequencing. 
 
ITC studies. Preparation of RNA and isothermal titration calorimetry (ITC) studies were 
performed as previously described [17]. Relevant experimental details are provided in the 
legend of Supplementary Fig. 3.2. 
 
Preparation of RNA for kinetic studies. The RTAR*, RL22 and RL88 ribozymes were 
prepared by in vitro T7 RNA polymerase transcription from plasmid templates linearized 
at the AvaI site. All ribozymes were purified by gel electrophoresis and ion-exchange 
HPLC, as previously described [31]. The STAR, SL88 and SL22 substrates were synthesized 
in vitro using the T7 RNA polymerase and single-stranded synthetic oligonucleotide 
templates (Integrated DNA Technologies, IA). These substrates were purified by gel 
electrophoresis, dephosphorylated with calf alkaline phosphatase and 5'-end-labeled with 
γ-(32P) ATP (PerkinElmer, Ont.) using established procedures [31]. 
 
Kinetic studies. Mutiple-substrate and single-substrate kinetic studies were carried out as 
single-turnover reactions at 37˚C in 1X Kinetic Reaction buffer (50 mM Tris at pH 7.6, 
25 mM KCl, 2 mM spermidine and 25 mM MgCl2), as previously described [31]. Briefly, 
multiple-substrate kinetic studies were typically performed with a mixture of 5'-32P-
labeled nucleic acids containing all purified substrates for a given S/R pair (35 pM of 
each) and excess R (0.005 to 25 µM). These multiple-substrate kinetic studies were used 
to identify quickly the S/R pairs that lead to detectable substrate cleavage. All multiple-
substrate kinetic experiments were performed at least three times. 
Reactive S/R combinations were further investigated by single-substrate kinetic 
studies to derive the values of kobs and kcat/KM. These studies were typically performed 
with [S] = 250 pM and excess R (0.005 to 15 µM). The percentage of remaining substrate 
[F = St/(St+Pt)*100%; where St and Pt are the amount of substrate and product at time t] 
was plotted against time. The resulting time courses were fit to the equation F = Ae-(kobs *t) 
+ F∞, where A is the amplitude, kobs is the rate of the reaction and F∞ is a variable that 
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represents the unreactive fraction of the substrate. The value of kobs, the standard error for 
kobs, and the F∞ parameter were estimated by non-linear regression analysis within the 
OriginPro 8.1 software (OriginLab, MA). The F∞ values are below 10% for all S/R 
combinations. A linear dependence of kobs on [R] was observed for each S/R combination 
at the lowest values of [R] and analyzed by linear regression to derive the second order 
rate constant of the reaction, kcat/KM. The quality of the fit for the linear dependence of 
the kobs on [R] was obtained from the square of the correlation coefficient (R2), and in all 
cases R2 was ≥ 0.99. For the single-substrate kinetic experiments, three independent 
experiments were performed, and reported kcat/KM and their errors are average values and 
standard deviations, respectively, from these multiple measurements.  
 
Native gel studies of RNA substrates. Non-denaturing polyacrylamide gel 
electrophoresis was carried out on a 7.5% polyacrylamide bisacrylamide (37.5:1) gel in 
Tris-glycine buffer (25 mM Tris pH 8.0 and 200 mM glycine). Prior to loading, the RNA 
substrates (1 and 4  µg) were heated at 95˚C for 2 min in storage buffer (10 mM Tris pH 
7.6 and 1 mM EDTA) and transferred on ice for 5 min. Then, 4 µL of 2X Kinetic 
Reaction buffer was added and the samples were incubated at 37˚C for 5 min. The gel 
was pre-run for 30 min at 100 V, run for 2 hrs at 250 V and 4˚C and then stained with 
Stains All (Sigma-Aldrich, Ont.). 
 
SHAPE studies of ribozymes. For SHAPE (Selective 2'-hydroxyl Acylation analyzed by 
Primer Extension) experiments, variant ribozymes (20 pmol) in 4 µL of H2O were first 
incubated at 37˚C for 5 min with 5 µL of 2X Kinetic Reaction buffer and then treated 
with 1 µL of 130 mM N-methylisatoic anhydride (NMIA; dissolved in anhydrous 
DMSO). The resulting mix was incubated for 54 min at 37˚C and then transferred on ice. 
Reverse transcription reactions were performed on mutant ribozymes with 5'-32P-labeled 
primers and SuperScript III reverse transcriptase (ThermoFisher Scientific Inc.), as 
previously described [33]. The primer extension products were separated on an 8% 
denaturing polyacrylamide gel (7 M urea, 90 mM Tris/Borate, 2 mM EDTA). The gel 
was visualized by phosphorimager (Personal Molecular ImagerTM System, Bio-Rad) and 
quantified using Image Lab Software 4.1. 
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Three-dimensional modeling of S/R complexes with a substituted KLI. Models of the 
S0/R0, SL88-0/RL22-0 and STAR-0/RTAR*-0 complexes were constructed by fragment assembly in 
PyMOL (The PyMOL Molecular Graphics System, Version 1.7.4 Schrödinger, LLC.) 
based on heavy-atom superpositions with the SX/RX complex obtained from the X-ray 
structure of the VS ribozyme (PDB ID code 4R4P; [13]) by taking the SLI substrate of 
one protomer (SX) and the trans VS ribozyme (helical domains II-VI) of the other 
protomer (RX). Starting with representative high-resolution structures of the studied KLIs 
(PDB ID codes 2MI0 -model 2 [12]), (1KIS - model 2 [34] and 4IOA [35]), the hairpin 
stems within these complexes were modified by stems generated with MC-Sym [36] that 
match those of SLI (residues 623-626 and 634-637) and SLV (residues 688-694 and 702-
708) from the S0/R0 complex (Fig. 3.1A), and the resulting hybrid structures retained the 
hairpin loop residues of the original high-resolution structures (2MI0: residues 4-17 and 
104-118; 1KIS: residues 5-12 and 21-28; and 4IOA: residues 423-430 and 2383-2392). 
The hairpin stem corresponding to stem V within these hybrid structures was superposed 
to stem V of RX. Subsequently, SX was copied one time for each hybrid structure and its 
stem Ib was superposed to stem Ib of each hybrid structure. The final S/R complexes 
retain all residues from the hybrid structures, all residues of RX except for residues 688-
708 of SLV and only residues 616-622 and 638-643 of SX (according to residue 
numbering in Fig. 3.1). 
 
RESULTS 
Search for KLIs in the PDB database.  We searched for three-dimensional structures of 
KLIs in the PDB using a 3-step computational workflow (Supplementary Fig. 3.1A) that 
is based on the motif-search tool WebFR3D [32]. This online version of the FR3D 
program was chosen because it has the capacity to perform searches of RNA motifs 
composed of non-contiguous nucleotides in a curated ensembles of non-redundant 
structures. In the first step, a search query was launched with WebFR3D to identify single 
cis Watson-Crick (WC) base pairings between any two residues belonging to two 
different terminal loops of 4-10 residues in length (Supplementary Fig. 3.1B). This search 
used the WebFR3D list of non-redundant RNA-containing structures determined by X-
ray crystallography, Cryo-EM or NMR spectroscopy. In the second step, the individual 
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entries of the WebFR3D output were clustered to identify all existing WC pairings for a 
specific pair of terminal loops, and thereby provide a list of KLIs. In the third and final 
step, additional structural data and related information were retrieved for each KLI, and 
these data were listed in an interactive HTML/JavaScript table (Supplementary Fig. 3.1D 
and Supplementary Table III.I). From this motif search of the PDB, 113 KLIs were 
identified, and these form between one and ten cis WC/WC base pairs at the kissing-loop 
interface. 
 
Selection of KLIs that could substitute for the VS ribozyme I/V interaction.  To identify 
KLIs that could substitute for the VS ribozyme I/V KLI, we automatically filtered the list 
of 113 structures to eliminate all entries originating from X-ray and Cryo-EM structures 
with resolution ≥ 3.6 Å and only selected those that form heterodimeric KLI interactions 
with 3 to 10 cis WC/WC base pairs. Heterodimeric KLIs were selected because 
substitutions of SLI and SLV in the VS ribozyme S/R system (Fig. 3.1A) by stem-loops 
that form an homodimeric KLI might lead to self-association of substrates and 
ribozymes, which could interfere with trans cleavage. In addition, KLIs with a minimum 
of three cis WC/WC base pairs were selected to prevent formation of an unstable KLI 
that could lead to inefficient trans cleavage [11,30]. This filtering step produced a list of 
17 structures that represent 6 types of KLIs (Table III.I): the TAR/TAR* interaction 
derived from HIV-1; the L6/L7 and L22/L88 interactions from the large subunit of 
rRNAs; the L5/L13 interaction from the cobalamin riboswitch; the L3/L4 interaction 
from the human SRP Alu domain; and the ColE1 KLI. To identify suitable KLIs for our 
engineering studies, we selected those that share structural similarities with the VS 
ribozyme I/V KLI. More specifically, a suitable KLI must fit certain structural 
characteristics: i) form consecutive cis WC/WC base pair with non-modified nucleotides, 
ii) the adjoining stems must contain at least three consecutive cis WC/WC base pairs and 
iii) the interhelical angle must fall between 125˚ and 175˚ [12]. Such structural criteria 
limited our choice to two classes of KLIs: the HIV-1 TAR/TAR* interaction and the 
L22/L88 (loop 22/loop 88) interaction from the large subunit of rRNAs, and those with 
PDB ID codes 1KIS [34] and 4IOA [35] were selected for our engineering studies.  
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Thermodynamic stability of the selected KLIs.  To ascertain that the two selected KLIs 
are good candidates for our engineering studies, we verified their thermodynamic 
stability. Although the TAR/TAR* and L22/L88 KLIs incorporate a larger number of 
WC base pairs than the VS ribozyme I/V KLI (Figs. 3.1B and 3.2AB), the latter is known 
to be exceptionally stable [17]. Based on isothermal titration calorimetry studies, the Kd 
of the TAR/TAR* and L22/L88 complexes are 40-fold lower and 16-fold higher, 
respectively, than that of the SLI/SLV complex (Fig. 3.2C and Supplementary Fig. 3.2). 
These results confirm that the thermodynamic stability of the two selected KLIs is not 
considerably different from that of the I/V KLI. Thus, these two KLIs were considered 
suitable for our engineering studies. 
 
Kinetic characterization of VS ribozyme S/R pairs with a modified I/V KLI.  Next, 
kinetic studies were performed to test the hypothesis that the two selected KLIs can 
substitute for the natural I/V KLI interaction and yield active VS ribozyme variants. For 
these studies, we used the previously-characterized S0/R0 pair formed between a pre-
shifted SLI substrate and a trans VS ribozyme [31]. Since the selected KLIs may 
functionally replace the I/V KLI only when substituted in the proper orientation (e.g. 
either the L22 or the L88 loop replacing loop I) and with supporting helices of proper 
lengths, we prepared three combinatorial pools of S/R pairs that consist of 25 STAR/RTAR* 
pairs, 30 SL88/RL22 pairs and 36 SL22/RL88 pairs (Fig. 3.3A and Supplementary Figs. 3.3A 
and 3.4A). Within each pool, helix-length variations were introduced in both stem Ib of 
the variant substrates (STAR, SL88 and SL22) and stem V of the variant ribozymes (RTAR*, 
RL22 and RL88). In this context, compensatory S/R pairs are those for which the total 
number of base pairs in stems Ib and V is identical to that found for the S0/R0 reference 
pair (Fig. 3.1). For all S/R combinations, the second-order rate constant kcat/KM was 
determined under single turnover conditions. It is important to note that the catalytic 
parameter kcat/KM is very useful when comparing the relative activity of a given enzyme 
for different competing substrates (e.g. RTAR*-0 acting on the different STAR substrates), but 
may be misleading when comparing the relative activity of different enzymes [37], 
particularly those of different S/R families. Thus, to compare the catalytic activity of 
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different S/R families, we also relied on the values of the cleavage rate constant (kobs) 
measured under identical experimental conditions. 
 
Kinetic studies of the VS ribozyme STAR/RTAR* pairs.  Single turnover kinetic studies 
were performed to derive the second-order rate constant kcat/KM for all 25 STAR/RTAR* 
combinations. 32P-labeled STAR substrates were cleaved with an excess of RTAR* 
ribozymes, and the cleavage reaction monitored by denaturing gel electrophoresis. 
Initially, we used a multiple-substrate kinetic approach, where one enzyme is 
simultaneously incubated with a mixture of substrates [31]. Given that the substrates are 
of different sizes (Fig. 3.3A), the fate of any given substrate can be monitored by gel 
electrophoresis [31]. For several of the STAR/RTAR* combinations, no cleavage activity was 
detected after 24 min at [R] ≤ 15 µM (kobs ≤ 0.002 min-1; light gray shading in Fig. 3.3B). 
For the remaining STAR/RTAR* combinations that displayed detectable cleavage activity, a 
single-substrate kinetic approach was used to precisely derive kcat/KM values. The highest 
kcat/KM value (0.53 ± 0.03 min-1µM-1) was obtained for the STAR-1/RTAR*-0 combination 
(Fig. 3.3B), which is 46-fold lower than that of S0/R0 (kcat/KM = 24.5 ± 0.9 min-1µM-1 at 
37˚C; data not shown). Several other STAR/RTAR* combinations have similar catalytic 
efficiency (within 5 fold; dark gray shading in Fig. 3.3B), and these combinations involve 
all five RTAR* ribozymes and four of the five STAR substrates.  
 For RTAR*-0, efficient substrate cleavage is obtained with STAR-1 as well as with 
STAR-0, indicating limited substrate promiscuity. Other RTAR* ribozymes also display 
similar specificity, cleaving efficiently only two to three out of the five STAR substrates. 
Given that the highest kcat/KM values for each ribozyme is observed with the 
compensatory substrate or one that varies by one or two base pairs, it can be concluded 
that efficient substrate cleavage depends on helix-length compensation in stem V of the 
variant ribozyme. For example, the optimal ribozyme for STAR-1 is RTAR*-0, whereas the 
optimal one for STAR+2 is RTAR*-3. Thus, for the STAR/RTAR* family, there is limited substrate 
promiscuity for all ribozymes as well as helix-length compensation across the family, as 




Kinetic studies of the VS ribozyme SL88/RL22 and SL22/RL88 pairs.  In a similar manner, 
multiple and single turnover kinetic studies were performed to evaluate the kcat/KM of the 
30 SL88/RL22 and 36 SL22/RL88 combinations (Supplementary Figs. 3.3 and 3.4). For the 
SL88/RL22 pairs, the most active combination is SL88+1/RL22-1 with a kcat/KM of 0.39 ± 0.03 
min-1 µM-1, which is 63-fold lower than that of S0/R0. A few other SL88/RL22 combinations 
produce similar kcat/KM (within 5 fold; dark gray shading in Supplementary Fig. 3.3B), 
and these combinations involve three of the five SL88 substrates and three of the six RL22 
ribozymes. Each of these three ribozymes displays similar cleavage activity for one or 
two SL88 substrates, and helix-length compensation is observed given that the most active 
SL88/RL22 combinations for these ribozymes are the SL88-0/RL22-0, SL88+1/RL22-1 and 
SL88+2/RL22-2 pairs. For the SL22/RL88 pairs, the highest kcat/KM obtained is 0.23 ± 0.02 min-1 
µM-1 for SL22+1/RL88-1, which is 107-fold lower than that of S0/R0.  In contrast to the 
SL88/RL22 combinations, several SL22/RL88 combinations display similar catalytic activity 
(within 5 fold; dark gray shading in Supplementary Fig. 3.4B), and these combinations 
involve four of the six SL22 substrates and five of the six RL88 ribozymes. For each of the 
five active ribozymes, comparable kcat/KM values are obtained with one to four of the six 
SL88 substrates, indicating different degrees of substrate promiscuity. Furthermore, helix-
length compensation is observed for all variant ribozymes given that the highest kcat/KM 
values for each ribozyme is observed with the compensatory substrate or one that varies 
by one base pair. For example, the optimal substrate for RL88+1 is SL22+0, whereas the 
optimal one for RL88-4 is SL22+4. Thus, for both the SL88/RL22 and SL22/RL88 families, there is 
limited substrate promiscuity for all ribozymes as well as helix-length compensation 
across the family, as previously observed for the reference S/R family [31].  
 
Comparison of the catalytic activity of the different S/R families.  Given that kcat/KM 
values can be misleading when comparing the relative activity of the various S/R 
families, we also compared the kobs values for the S/R pair of each family that displays the 
highest catalytic activity. These kobs values, determined under identical single turnover 
conditions, indicate that the activities of the STAR/RTAR*, SL88/RL22 and SL22/RL88 family 
representatives are reduced by 159-fold, 53-fold and 84-fold, respectively, compared to 
the parental S0/R0 pair (Supplementary Table III.II). Thus, although both the kcat/KM and 
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kobs values indicate that there is a significant level of catalytic activity for some variant 
S/R pairs, their activity is still lower than that of the parental S0/R0 pair. 
 
Structural characterization of the variant substrates.  To insure that the variant 
substrates examined in this study are properly folded, these substrates were analyzed by 
native gel electrophoresis. The migration of variant substrates on native gels was 
compared with that of two previously investigated VS ribozyme substrates [31], S-1bp and 
S-2bp, which respectively adopt a hairpin and a duplex conformation. Our results show 
that all variant substrates migrate on a native gel in a manner similar to the active hairpin 
conformation (Supplementary Fig. 3.5). 
 
Structural characterization of the variant ribozymes.  To verify the proper folding of 
variant ribozymes, the secondary and tertiary structures of these trans ribozymes were 
analyzed by SHAPE experiments. In these studies, the reactivity of each nucleotide to 
NMIA is quantified and interpreted as being directly linked to the local nucleotide 
flexibility [33]. For the RTAR*-0 ribozyme (Fig. 3.4), the nucleotides reactive to NMIA are 
found in non-helical regions that are likely to be dynamic, including the A718 and 
A725A726 bulges, the A756 loop and the terminal loops of stem-loops IV, V and VI [38-40]. 
The reactivity patterns of the other RTAR* ribozymes are very similar to that of the RTAR*-0 
ribozyme (Fig. 3.4). In addition, the reactivity patterns of the R0, RL22 and RL88 ribozymes 
are similar to those of the RTAR* ribozymes in that known helical regions display lower 
reactivity to NMIA compared to non-helical regions (Supplementary Fig. 3.6). As an 
exception, residues within and adjacent to G-U base pairs (in stem-loops V and VI) 
produce idiosyncratic patterns of NMIA reactivity, as previously demonstrated [42]. Of 
note, the most NMIA-reactive nucleotide in all ribozymes is A726, an extruded residue 
from the II-VI bulge-bulge interaction and the most disordered residue in the NMR 
structures of the II-III-VI junction [13,41,43]. Overall, the SHAPE results for all of the 
engineered ribozymes are in good agreement with the structural schematics of the R0 
ribozyme derived from NMR and X-ray structures (Fig. 3.1; [13,41]). Thus, all of the 
variant VS ribozymes investigated here adopt a ground state conformation that is 
compatible with cleavage activity.  
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Structural modeling of the S0/R0, SL88-0/RL22-0 and STAR-0/RTAR*-0 pairs.  Once a stable 
KLI is formed between a well-folded VS ribozyme variant and its stem-loop substrate, 
the G638 internal loop of the substrate must properly interact with the A756 loop of the 
ribozyme to allow formation of a productive active site. In order to assess the effect of 
substituting the I/V KLIs on formation of the VS ribozyme active site, the SL88-0/RL22-0 
and STAR-0/RTAR*-0 substrate/ribozyme pairs were modeled by fragment assembly, 
combining either the X-ray structure of the L22/L88 KLI or the NMR structure of the 
TAR/TAR* KLI with the X-ray structure of the VS ribozyme (Fig. 3.5; [13,34,35]). As a 
control, the same exercise was performed with the NMR structure of the SLI/SLV 
complex to model the S0/R0 pair. In contrast with the close state observed in the X-ray 
structure (Fig. 3.5B), the model of the S0/R0 pair (Fig. 3.5C) adopts an open state with the 
G638 loop of SLI apart from the A756 loop of SLVI. This is not surprising, since the open 
state, previously described in the NMR-based model of the complete VS ribozyme, likely 
represents a ground-state conformation of the S/R complex [41]. In the S0/R0 model, the 
scissile phosphate within the G638 loop is 26.6 Å from the corresponding phosphate in the 
crystal structure, but oriented directly towards A756, such that a simple repositioning of 
the helical domains containing the G638 and A756 loops would allow formation of the 
active site. The models of both the SL88-0/RL22-0 (Fig. 3.5D) and STAR-0/RTAR*-0 pairs (Fig. 
3.5E) also represent an open state of the ribozyme with their scissile phosphates 
respectively 23.0 Å and 31.9 Å from the corresponding phosphate within the crystal 
structure. However, in both these models, the scissile phosphate is not oriented favorably 
with respect to the A756 loop to facilitate formation of the active site. Overall, these 
models suggest that substitutions of the KLI in the variant S/R pairs may reduce the 
probability of encounter between the G638 internal loop of the substrate with the A756 loop 
of the ribozyme and thus likely impair both the formation of the active site and the 
subsequent cleavage reaction. 
 
DISCUSSION  
In this work, a comprehensive RNA engineering approach was developed, which 
demonstrates that the I/V KLI of the VS ribozyme is an RNA module that can be 
substituted by other KLIs while maintaining efficient substrate cleavage. Several KLIs 
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were initially identified through a bioinformatics search of the PDB, of which two were 
selected as being structurally similar to the I/V KLI of the VS ribozyme: the HIV-1 
TAR/TAR* KLI (PDB ID code 1KIS; [34]) and the L22/L88 KLI from the large subunit 
of rRNAs (PDB ID code 4IOA; [35]). These two KLIs were substituted for the I/V KLI 
of the S0/R0 reference pair formed between a pre-shifted substrate and a trans version of 
the VS ribozyme. In addition, a combinatorial approach was used in which several 
variant S/R pairs were synthesized that contain different helix lengths in stems Ib and V. 
The resulting S/R pairs were kinetically evaluated, and several show substantial catalytic 
activity. Below, we compare the catalytic properties of the most active variant S/R pairs 
with that of the previously investigated S0/R0 pair in light of the thermodynamic and 
structural properties of the parental and surrogate KLIs. 
 
Within the three families of S/R pairs investigated (STAR/RTAR*, SL88/RL22 and SL22/RL88), 
several S/R combinations show substantial catalytic efficiency (dark gray shading in Fig. 
3.3B and in Supplementary Figs. 3.3B and 3.4B). For each family, helix-length 
compensation was observed for the most active S/R pairs, and this is consistent with what 
was observed in previous studies of the parental S0/R0 pair [31]. For the STAR/RTAR* 
family, the trans VS ribozyme variants can efficiently cleave an SLI substrate with stem 
Ib lengths of 3 to 6 bp (Fig. 3.3B). Both the SL88/RL22 and SL22/RL88 families also allow an 
appreciable level of catalytic efficiency for several SLI substrates, with a stem Ib length 
of 4-7 bp for SL22/RL88 and 4-6 bp for SL88/RL22 (Supplementary Figs. 3.3 and 3.4). Within 
the three families of S/R pairs investigated, the STAR-1/RTAR*-0, SL88+1/RL22-1 and 
SL22+1/RL88-1 show the highest kcat/KM values, all within 2.5-fold of each other (0.2-0.5 
min-1µM-1). Although these S/R pairs with surrogate KLIs behave like the reference S0/R0 
pair in some respects, their kcat/KM is reduced by 50- to 100-fold compared to S0/R0. 
Similarly, their kobs values determined under identical conditions is reduced 50- to 160- 
fold compared to S0/R0. The KLIs most likely form and assist catalysis for the highly-
active variant S/R pairs, given that several other variant S/R pairs within the same family 
are inactive and that disruption of the KLI in the parental S0/R0 pair can lead to more than 
a 1,000-fold decrease in kcat/KM and more than a 6,000-fold decrease in kobs [31]. In 
addition, we verified by native gel electrophoresis and SHAPE analysis that all substrates 
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and ribozymes of the variant S/R pairs adopt a stable fold equivalent to S0 and R0, 
respectively, and compatible with high catalytic efficiency. Thus, although surrogate 
KLIs allow high catalytic efficiency for some variant S/R pairs, it is puzzling that they do 
not allow the same high level of activity as that observed for the parental S0/R0 pair.  
 
We have previously shown that mutations that decrease the affinity of the I/V KLI 
also lead to lower kcat/KM values when monitoring the trans cleavage reaction as done 
here [17,30]. For example, deletion of U700 in SLV causes a 210-fold decrease in 
binding affinity for SLI and 140-fold decrease in kcat/KM [17,30]. Thus, it is likely that the 
lower relative affinity of a surrogate KLI may affect the level of catalytic efficiency that 
could be attained in the variant S/R pairs. Given that the L22/L88 KLI is 16-fold less 
stable than the I/V KLI (Fig. 3.2C; [17]), its higher Kd could explain in part the lower 
kcat/KM of the SL88/RL22 (>60-fold) and SL22/RL88 pairs (>100-fold) compared to S0/R0. 
However, given that the HIV-1 TAR/TAR* KLI is 40-fold more stable than the I/V KLI 
(Fig. 3.2C; [17]), the difference in Kd of the KLI complex cannot explain the lower 
kcat/KM of the STAR/RTAR* pairs (>50-fold) compared to S0/R0. 
 
The VS ribozyme S/R pairs likely adopt both an open state and a close state that can be 
respectively represented by the recent NMR-based model and X-ray structure [13,41]. 
The KLI is stably formed in both states, but only the close state captures the active site 
formed by the association of the G638 and A756 loops. In order to assess the effect of 
substituting the I/V KLI on formation of the VS ribozyme active site, the S0/R0, 
SL88-0/RL22-0 and STAR-0/RTAR*-0 pairs were modeled based on high-resolution structures of 
KLIs and the S/R complex derived from the X-ray structure of the VS ribozyme (Fig. 
3.5). Since all the modeled S/R pairs adopt an open state with the G638 loop apart from the 
A756 loop, it is difficult to precisely evaluate the compatibility of surrogate KLIs for 
formation of the active site. Nevertheless, we find that the distance between the scissile 
phosphates of the model and the crystal structure is longer for the STAR-0/RTAR*-0 pair than 
for the S0/R0 and SL88-0/RL22-0 pairs. In addition, it appears from these models that 
formation of the active site from the open state would involve the simple packing of two 
helical domains for the S0/R0 pair, but possibly be more restrained for the SL88-0/RL22-0 and 
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STAR-0/RTAR*-0 pairs. Thus, the HIV-1 TAR/TAR* KLI and possibly the L22/L88 
interaction, which both contain more base pairs than the I/V KLI, may partially restrict 
formation of the active site due to topological constraints. We envision that additional 
mutations of the VS ribozyme could be introduced to help compensate for such structural 
restriction and thereby increase the catalytic efficiency of the variant SL88/RL22 and 
STAR/RTAR* pairs.  
 
Previous NMR studies of an SLI/SLV complex indicate that both the SLI and SLV 
loops contain several dynamic residues that could confer a certain degree of flexibility to 
the I/V KLI [12]. Thus, the I/V KLI likely acts as a dynamic hinge that facilitates 
formation of the active site. It is not clear at this time if the surrogate KLIs allow the 
same degree of flexibility, and how their dynamics affect formation of the active site in 
the variant S/R pairs. In this regard, future studies investigating the dynamic behavior of 
these KLIs would provide valuable insights into how these KLIs can be further 
engineered to more efficiently assist formation of the active site in the VS ribozyme.  
 
CONCLUDING REMARK 
Despite the ability of the VS ribozyme to specifically cleave a stem-loop substrate, very 
few studies had previously explored the possibility of modifying the VS ribozyme for 
cleavage of alternate substrates. Using a novel RNA engineering approach, we 
demonstrated here that the KLI within the VS ribozyme could be substituted by at least 
two other known KLIs while maintaining substantial cleavage activity. Interestingly, the 
possibility of substituting the KLI broadens the substrate specificity of VS ribozyme 
derivatives, which can now target SLI variants in which the 7-nt terminal loop can be 
replaced by at least three other 6-nt loop sequences and the length of the adjoining stem 
can be varied to some extent. Future engineering efforts are now geared towards 
improving the cleavage efficiency of the VS ribozyme variants identified here as well as 







Supplementary data are available at NAR online: Supplementary Tables III.I and III.II as 
well as Supplementary Figures 3.1, 3.2, 3.3, 3.4, 3.5 and 3.6. 
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Table III.I. Filtered results of the bioinformatics search to identify KLIs from the PDB.  





(Resolution in Å) 











2JLT X-ray (2.90) 6 6 / 8 160˚ 
2RN1 NMR 6 6 / 8 125˚ ± 0.7˚ 
1KIS NMR 6 6 / 6 136˚ 




Thermus thermophilus 3V2F X-ray (2.70) 4 8 / 7 94˚ 
Escherichia coli 2QBG X-ray (3.30) 4 8 / 7 93˚ 
Deinococcus radiodurans 4IOA X-ray (3.20) 4 8 / 7 n/a 




Thermus thermophilus 3V2F X-ray (2.70) 4 6 / 8 137˚ 
Escherichia coli 2QBG X-ray (3.30) 4 6 / 8 146˚ 
Deinococcus radiodurans 4IOA X-ray (3.20) 4 6 / 8 152˚ 
Haloarcula marismortui 1S72 X-ray (2.40) 6 7 / 7 154˚ 
Tetrahymena thermophila 4A1B X-ray (3.52) 6 8 / 7 139˚ 




Marine Metagenome 4FRN X-ray (3.43) 5 6 / 8 n/aa 
L3/L4 of SRP Alu 
domain Homo sapiens 1E8O X-ray (3.20) 3 6 / 8 68˚ 
ColE1 
RNAI/RNAII 
Synthetic  2BJ2 NMR 7 7 / 7 119˚ 
a. Each KL structure was analyzed with the PyMol Molecular Graphics System (Version 1.3, 
Schrödinger) to identify the number of cis WC/WC base pair and size of loops at the KLI and 
with Curves+ [46] to measure the interhelical angle between the stems connecting a specific 
KLI. Interhelical angles were measured only for KL where the adjoining stems contain a 
minimum of three base pairs and are not available (n/a) for the other KLIs. 






Figure 3.1 Rational engineering of KLIs for substrate recognition by the Neurospora VS 
ribozyme. 
(A) Structural schematic of a trans VS ribozyme system formed by the S0 substrate and the R0 
ribozyme (31). The schematic is derived from NMR and X-ray structures (13,41). The 
cleavage site is located between G620 and A621 as indicated by the gray arrowhead. (B) 
Structural characteristics of the VS ribozyme I/V KLI derived from the NMR structure of the 
SLI/SLV complex [PDB ID code 2MI0; (12)]. (C) Flowchart of the engineering strategy used 
in this study. In (A) and (B), the dashed boxes enclose residues that contribute to the KLI and 
the closing base pairs of the two stems, whereas base-pairing interactions are represented 
using the Leontis-Westhof notation (44). In addition, base-pairing residues at the KLI are in 





Figure 3.2 Schematics and thermodynamic stability of selected KLIs. 
Structural characteristics of the selected KLIs: (A) the HIV-1 TAR/TAR* KLI [PDB ID code 
1KIS; (34)] and (B) the large ribosomal subunit L22/L88 KLI from Deinococcus radiodurans 
[PDB ID code 4IOA; (35)]. (C) Dissociation constants (Kd) of the selected KLIs determined in 
a previous study for the SLI/SLV and TAR/TAR* complexes (17) and here for the L22/L88 
complex (Supplementary Fig. 3.2). These Kd values were all determined at 25˚C in 10 mM 
Tris pH 7.0 and 20 mM MgCl2. In (A) and (B), the dashed boxes enclose residues of the KLI 
and the closing base pairs of the two stems and base-pairing interactions are represented using 
the Leontis-Westhof notation (44). In addition, base-pairing residues at the KLI are in bold 





Figure 3.3 Sequences and kinetic data of the STAR/RTAR* variants. 
(A) Sequences of the STAR/RTAR* variants. Only the regions of the S0 substrate and R0 ribozyme 
(stem-loops Ib and V shown above; Fig. 3.1A) that were substituted in the STAR and RTAR* 
variants are shown. The number of base pairs varies in stems Ib and V, as indicated by the 
gray boxes on the putative secondary structures. (B) Grayscale heat map of the kcat/KM values 
(10-2 min-1µM-1) for the STAR/RTAR* variants. Dark gray shading corresponds to kcat/KM values 
within 5 fold of the most active STAR/RTAR* pair (STAR-1/RTAR*-0); medium gray shading 
corresponds to lower kcat/KM values (5-17 fold lower than the most active STAR/RTAR* pair), and 
light gray shading reflects the absence of detectable cleavage activity (n.d.: kobs ≤ 0.002 min-1) 





Figure 3.4 SHAPE analysis of the RTAR* ribozyme variants. 
The normalized NMIA reactivity of each nucleotide within RTAR*-0 is color-coded on its 
structural schematic as per the SHAPE reactivities key. For the other RTAR* variants, the 
normalized NMIA reactivity is within the same category as for RTAR*-0, except for a few 
nucleotides in the variable SLV region (right panel) and outside this region (black circles 







Figure 3.5 Three-dimensional models of substrate/ribozyme complexes. 
(A) Superposition of three-dimensional models of the variant S/R pairs on the X-ray structure 
of the VS ribozyme. Individual representations from this superposition are zoomed in and 
described in details for the subsequent panels. (B) X-ray structure of the VS ribozyme [PDB 
ID code 4R4P; (13)]. In this representation, the substrate of one protomer is shown in dark 
grey sticks with the phosphorus at the scissile phosphate as a sphere and the trans VS 
ribozyme (helical domains II-VI) of the other protomer is shown as a white surface, except for 
residue A756, which is shown as red sticks. (C) Model of the S0/R0 pair derived from the NMR 
structure of a VS ribozyme SLI/SLV complex [lime green; PDB ID code 2MI0; (12)]. (D) 
Model of the SL88-0/RL22-0 pair derived from the X-ray structure of the ribosomal L22/L88 KLI 
[purple; PDB ID code 4IOA; (35)]. (E) Model of the STAR-0/RTAR*-0 pair derived from the NMR 
structure of the TAR/TAR* complex [mustard yellow; PDB ID code 1KIS; (34)]. In (A-E), 
the trans VS ribozyme is shown as a white surface with A756 in red sticks and the individual 





Supplementary Table III.I 
Note: Supplementary Table III.I is provided as a separate java/html file. 
 
 
Supplementary Table III.II. Values of kobs (min-1) for selected S/R pairs measured with [S] = 
0.250 nM and [R] =0.5  µM under standard conditions.a 
 
 kobs (min-1) Relative decrease 
in kobs value 
nb 
S0/R0 12.2 ± 0.5 1 3 
STAR-1/RTAR*-0 0.0769±0.0003 159 2 
SL88+1/RL22-1 0.23 ± 0.02 53 3 
SL22+1/RL88-1 0.145 84  1 
a. At 37˚C in Kinetic Reaction buffer (50 mM Tris at pH 7.6, 
25 mM KCl, 2 mM spermidine and 25 mM MgCl2). 

















Supplementary Figure 3.1 Schematic representation of the computational workflow used 
to identify and characterize KLIs present in the PDB.  
(A) The workflow contains three steps. (B) The first step is a motif search in WebFR3D. A 
secondary structure view of the motif to be queried is shown alongside the search input for 
WebFR3D. (C) The second step analyzes the raw data from the WebFR3D output and 
classifies the data to provide a list of the KLIs. For example, the two individual entries related 
to PDB file 3FO4 provide information about the same KLI because they report the same stem-
loop closing base pairs (involving residues in columns 1, 3, 4 and 6), but different base pairs at 
the kissing-loop interface (involving residues listed in columns 2 and 5). (D) The final step 
involves retrieving additional data for each KLI and listing the results in an HTML/JavaScript 
table. Each KLI is listed with its index number, the PDB code of the structure in which it was 
found, the title of the PDB file, the residue numbers of the loop-closing and the interacting 
nucleotides between the two loops, the identifier(s) of the chain(s) in which these nucleotides 
were found, the organism and type of molecule involved, the method used for structure 
determination, the experimental resolution (n.a. = not available), the secondary structure in 
dot-bracket notation, the number of WC/WC base pairs at the kissing-loop interface, the sizes 
of the two loops, a hyperlink to a PDB file containing the isolated interaction, and a hyperlink 
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Supplementary Figure 3.2 ITC studies of the L22/L88 interaction.  
(A) Sequence and proposed secondary structures of the L22 and L88 stem-loops derived from 
the L22 and L88 secondary structure elements of the 23S rRNA of Deinococcus radiodurans 
(1,2).  (B) ITC data analysis for binding of the L22 stem-loop to the L88 stem-loop at 25˚C in 
a buffer containing 10 mM Tris pH 7.0, 20 mM MgCl2 and 0.05 mM NaN3. The raw data of a 
representative titration experiment is shown on the top left panel and the corresponding 
dilution control (only buffer in the cell) is shown on the top right panel. The isothermal curves 
representing the integrated data of the titration experiments are shown below. On the left 
bottom panel, two isothermal curves of the titration experiment are shown, before (black) and 
after (gray) subtraction of the control experiment (right bottom panel). For the titration 
experiment, 200 µM L88 was used in the syringe and 20 µM L22 in the cell. The isothermal 
curve with subtraction of the control experiment (gray) was used to extract the thermodynamic 
parameters for this interaction: Kd = 3.8 ± 0.5 µM; N = 0.875 ± 0.004; ΔH = -35.2 ± 0.3 
kcal/mol; ΔS  = -0.0933 ± 0.0004 kcal/mol and ΔGITC = -7.41 ± 0.08 kcal/mol (ΔGITC = -
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Supplementary Figure 3.3 Sequences and kinetic data of the SL88/RL22 variants. 
(A) Sequences of the SL88/RL22 variants. Only the regions of the S0 substrate and R0 ribozyme 
(stem-loops Ib and V shown above; Fig. 3.1A) that were substituted in the SL88 and RL22 
variants are shown. The number of base pairs varies in stems Ib and V, as indicated by the 
gray boxes on the putative secondary structures. (B) Grayscale heat map of the kcat/KM values 
(10-2 min-1µM-1) for the SL88/RL22 variants. Dark gray shading corresponds to kcat/KM values 
within 5 fold of the most active SL88/RL22 pair (SL88+1/RL22-1); medium gray shading 
corresponds to lower kcat/KM values (5-111 fold lower than the most active SL88/RL22 pair), and 
light gray shading reflects the absence of detectable cleavage activity (n.d.: kobs ≤ 0.002 min-1) 
after 24 min at [R] ≤ 15 µM. 
RL22-1
3 ' - C C G A 
         |   |   |   |   
5 ' - GGC G
             GGACGAUG-5 ' 
   |  |   |   |   |   |   |   | 
             CC U G UUAU-3 ' 
RL22-2
RL22-3
3 ' -CCC GA 
         |   |   |   |   |    
5 ' -GGGCG
             GGACGUG-5 ' 
   |  |   |   |   |   |   |  
             C C U G U A U -3 ' 
             GGACUG-5 ' 
   |  |   |   |   |   |   
             CC U GAU-3 ' 
             GGAUG-5 ' 
   |  |   |   |   |   
             C C U A U - 3 ' 
             GGACGACUG-5 ' 
   |  |   |   |   |   |   |   |   |  
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 RL22-4 RL22-3 RL22-2 RL22-1 RL22-0 RL22+1 
SL88-1 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
SL88-0 n.d. n.d. 0.43 ± 0.03 3.0 ± 0.3 9.8 ± 0.8 1.91 ± 0.02 
SL88+1 0.35 ± 0.03 0.59 ± 0.06 2.35 ± 0.08 39 ± 3 8.6 ± 0.3 n.d. 
SL88+2 0.80 ± 0.01 3.87 ± 0.04 10.8 ± 0.9 19.3 ± 0.4 n.d. n.d. 
SL88+3 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
B
RL22-4
             G G UG-5 ' 
   |  |   |   |   









Supplementary Figure 3.4 Sequences and kinetic data of the SL22/RL88 variants.  
(A) Sequences of the SL22/RL88 variants. Only the regions of the S0 substrate and R0 ribozyme 
(stem-loops Ib and V shown above; Fig. 3.1A) that were substituted in the SL22 and RL88 
variants are shown. The number of base pairs varies in stems Ib and V, as indicated by the 
gray boxes on the putative secondary structures. (B) Grayscale heat map of the kcat/KM values 
(10-2 min-1µM-1) for the SL22/RL88 variants. Dark gray shading corresponds to kcat/KM values 
within 5 fold of the most active SL22/RL88 pair (SL22+1/RL88-1); medium gray shading 
corresponds to lower kcat/KM values (5-75 fold lower than the most active SL22/RL88 pair), and 
light gray shading reflects the absence of detectable cleavage activity (n.d.: kobs ≤ 0.002 min-1) 
after 24 min at [R] ≤ 15 µM. 
 
 RL88-4 RL88-3 RL88-2 RL88-1 RL88-0 RL88+1 
SL22-1 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
SL22-0 n.d. n.d. 0.53 ± 0.05 1.8 ± 0.1 14.7 ± 0.5 4.9 ± 0.2 
SL22+1 0.51 ± 0.02 2.9 ± 0.2 7.86 ± 0.09 23 ± 2 7.7 ± 0.5 0.31 ± 0.04 
SL22+2 0.32 ± 0.02 5.3 ± 0.1 22 ± 1 6.7 ± 0.4 n.d. n.d. 
SL22+3 0.36 ± 0.02 5.0 ± 0.5 2.4 ± 0.2 n.d. n.d. n.d. 
SL22+4 2.2 ± 0.2 2.9 ± 0.1 n.d. n.d. n.d. n.d. 
B
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   |  |   |   |   |   |   |   |   |  
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Supplementary Figure 3.5 Conformational analysis of the substrate variants used in this 
study.  
The conformations of (A) the STAR substrates, (B) the SL88 substrates and (C) the SL22 substrates 
are analyzed by native gel electrophoresis. For each substrate, two quantities of RNA (1 and 4 
µg) were loaded on the gel. The hairpin and duplex controls are respectively the S-1bp and S-2bp 
substrates characterized in a previous study (3). 
 
STAR-1 STAR-0 STAR+1 STAR+2 STAR+3 S-2bp S-1bp
S-1bp S-2bp SL88-1 SL88-0 SL88+1 SL88+2 SL88+3













Supplementary Figure 3.6 SHAPE analysis of the R0 ribozyme and related variants. 
The normalized NMIA reactivity of each nucleotide is color-coded on the structural 
schematics of the (A) R0 ribozyme, (B) RL22-1 variant, and (C) RL88-1 variant as per the SHAPE 
reactivities key. In (B), the normalized NMIA reactivity of the other RL22 variants is within the 
same category as for RL22-1, except for a few nucleotides in the variable SLV region (right 
panel) and outside this region (red and black circles indicate inverted reactivity compared to 
RL22-1; C658 for RL22+1, RL22-2, RL22-3 and RL22-4, C660 for RL22+1, RL22-0, RL22-3 and RL22-4, C665 for 
RL22+1 and RL22-3, U669 for RL22-2, U678 for RL22+1, U685 for RL22-3, U710 for RL22+1 and G741 for 
RL22-0). In (C), the normalized NMIA reactivity of the other RL88 variants is within the same 
category as for RL88-1, except for a few nucleotides in the variable SLV region (right panel) and 
outside this region (red and black circles indicate inverted reactivity compared to RL88-1; G674 
and U676 for RL88-4, C677 for RL88+1, U678 for RL88-2, RL88-3 and RL88-4, U684 for RL88-4, G685 for 
RL88+1 and RL88-0, U689 for RL88-4, G709 for RL88+1, G721 for RL88+1, A744 for RL88-4, C747 for RL88-3, 
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4.0 Études de SELEX pour la reconnaissance de l’ARN 


















Mise en contexte  
Au chapitre précédent, l’interaction kissing-loop I/V a été modifiée par des 
interactions kissing-loop sélectionnées dans des structures d’ARN et une activité de 
clivage est observée, mais elle est réduite comparativement à S0/R0. Pour poursuivre dans 
la même voie que le chapitre précédent, l’objectif de ce chapitre est de modifier le 
ribozyme pour la reconnaissance et le clivage d’un substrat avec une boucle différente de 
son substrat naturel, mais cette fois-ci avec une activité comparable à celle de S0/R0. Pour 
réaliser cet objectif, le SELEX a été utilisé dans l’optique d’identifier, parmi une vaste 
librairie de ribozymes, des séquences de ribozymes mutants avec un clivage efficace du 
substrat mutant. Pour ce dernier article, les nucléotides de la boucle V ont été changés 
aléatoirement par SELEX dans le but d’identifier un ribozyme mutant pour la 
reconnaissance et le clivage d’un substrat STAR comportant la boucle et les hélices Ia et Ib 
de l’ARN TAR du VIH-1. L’ARN TAR est un ARN de 59 nucléotides qui est essentiel à 
la transcription du génome viral du VIH-1. 
 
Pour effectuer les expériences de SELEX, un ribozyme en deux parties a été 
utilisé. La réaction de clivage est amorcée par l’ajout de magnésium, après avoir 
préalablement associé les deux parties du ribozyme ensemble. Quatre cycles de SELEX 
ont été nécessaires pour obtenir le groupe de ribozymes le plus performant. De ce groupe, 
21 séquences ont été retenues pour des analyses plus approfondies. Les séquences ont été 
transposées dans un système de ribozyme en trans avec le substrat SLI séparé du reste du 
ribozyme similaire à celui utilisé pour les études rapportées aux chapitres 2.0 et 3.0. Des 
cinétiques enzymatiques en single-turnover ont été effectuées pour déterminer les 
séquences de la boucle V qui permettent la meilleure activité de clivage. Les ribozymes 
sélectionnés ont été classés en 3 catégories, selon leur niveau d’activité. Le 
ribozyme RTAR14 est le meilleur candidat avec une activité similaire à celle du 
ribozyme R0 pour son substrat S0 (chapitre 2.0). Les résultats ont permis de faire ressortir 
différentes règles à respecter pour la reconnaissance du substrat STAR par des ribozymes 
dérivés du ribozyme VS et pour maintenir une bonne activité de clivage. La première 
règle est la présence d’une séquence minimale de quatre nucléotides (5'-YYCR-3) pour la 
reconnaissance de la boucle du substrat STAR. Les autres règles sont la présence de quatre 
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ou cinq paires de bases W-C dans l’interaction kissing-loop et la présence de nucléotides 
libres dans les boucles I et V une fois l’interaction kissing-loop en place. Les deux 
dernières règles sont plus générales et elles pourraient aussi servir à l’ingénierie de 
ribozymes qui clivent des substrats avec des boucles différentes. Cette étude démontre 
clairement l’adaptabilité du ribozyme VS pour la reconnaissance du substrat par le 
ribozyme VS, en plus de fournir des règles générales pour l’ingénierie de l’interaction 
kissing-loop de ribozyme VS mutant pour le clivage de substrats repliés en tige-boucles. 
 
Pour cet article, je suis première auteure, car j’ai contribué au développement de 
l’approche expérimentale et j’ai effectué toutes les expériences décrites dans l’article. J’ai 
entrepris les expériences par des tests préliminaires de SELEX, qui consistent à vérifier le 
clivage du mutant positif RSELEX(S0/R0) et du mutant négatif RSELEX(S0/R0-Δb/b). Une 
optimisation des différentes étapes du SELEX avec ces deux mutants a été effectuée, afin 
d’être capable d’effectuer un cycle complet avec un bon rendement pour chacune des 
étapes. Ces étapes sont : la transcription in vitro des ADN en ARN, la réaction de clivage, 
la purification des ARN clivés, la transcription inverse pour obtenir l’ADN et la réaction 
de PCR pour l’amplification de l’ADN. Pour faire suite au succès de l’optimisation, j’ai 
effectué les expériences avec la librairie d’ADN pour cinq cycles. J’ai réalisé la 
mutagenèse de plasmides et la transcription in vitro des ribozymes sélectionnés par 
SELEX (avec l’aide de Dominique Chaussé, technicienne au laboratoire), effectué les 
études de cinétiques en single-turnover et l’analyse de tous les résultats, ainsi que 
l’élaboration des règles pour l’interaction kissing-loop. J’ai participé à l’écriture du 
manuscrit en entier. Le projet a été conçu par la Dre Pascale Legault en collaboration 
avec le Dr Peter Unrau (Simon Fraser University). La Dre Pascale Legault a supervisé 
l’ensemble de l’étude, incluant la collecte des données et l’analyse des résultats. Elle a 








In vitro selection of the Neurospora VS ribozyme for 
substrate recognition via a new HIV-1 TAR-TAR' 
kissing-loop interaction 
 




1Département de Biochimie, Université de Montréal, C.P. 6128, Succursale Centre-Ville, 
Montréal, QC, Canada, H3C 3J7 
 
2Department of Molecular Biology and Biochemistry, Simon Fraser University, 8888 












Running head: SELEX of the Neurospora VS ribozyme kissing-loop 
 





The Neurospora VS ribozyme has the unique ability to recognize its stem-loop substrate 
with high affinity and specificity via the formation of a kissing-loop interaction (KLI). To 
identify VS-derived ribozymes that target different substrates, we previously substituted 
the natural kissing-loop interaction of a VS ribozyme substrate/ribozyme complex by the 
previously characterized HIV-1 TAR/TAR* kissing-loop interaction. We identified 
several variant substrate/ribozyme complexes with substantial cleavage activity, but with 
observed cleavage rates at least 160-fold lower than the parental substrate/ribozyme 
complex. In the present study, we used in vitro selection to identify VS ribozyme variants 
that more efficiently cleave a stem-loop substrate containing the terminal loop of the 
HIV-1 TAR RNA (TAR-derived substrate). Several VS ribozyme variants were found to 
cleave this variant TAR-derived substrate with superior catalytic activity than the 
previously rationally-engineered ribozyme variants. In particular, one selected ribozyme 
cleaves the TAR-derived substrate with a rate (kobs = 5.8 min-1) that is similar to that of 
the parental trans VS ribozyme for its cognate substrate (kobs = 12.2 min-1). The selected 
ribozyme variants with the best cleavage activity display a minimal consensus sequence 
(5'-YYCR-3') complementary to the loop of the TAR-derived substrate (3'-GGGU-5') that 
allows the formation of 4-5 Watson-Crick base pairs at the kissing-loop interaction, 
leaving several unpaired nucleotides in both interacting loops. This study provides 
general rules for engineering of VS ribozyme kissing-loop variants that specifically 
cleave alternate hairpin substrates, and these rules may be applicable for the engineering 











Small nucleolytic ribozymes, like the hairpin, HDV, hammerhead, glmS, and twister 
ribozymes, are ideal model systems for understanding the great number of non-coding 
RNAs in biology due to their small size and their easily detectable biological activity. 
Although these ribozymes play specific functional roles in diverse biological contexts, 
they also provide basic architectures from which RNAs with novel activities can be 
developed for biotechnology and synthetic biology applications. For example, the 
hammerhead ribozyme, one of the most studied ribozymes, has been modified to allow 
cleavage of exogenous substrates of different sequences by simply modifying the 
sequence of its substrate binding arms such that it can recognize a single-stranded 
substrate of interest through Watson-Crick base pairing. These simple substrate 
recognition properties of the hammerhead ribozyme and several other natural nucleolytic 
ribozymes have made it relatively easy to adapt these ribozymes for cleavage of alternate 
substrates with high catalytic activity. In contrast, only a few studies have addressed the 
possibility of exploiting the unique architecture of the Neurospora VS ribozyme to cleave 
alternate substrates. This may be due to the apparent complexity of modifying the 
substrate specificity of the Neurospora VS ribozyme, which, unlike other small 
ribozymes, specifically recognizes and cleaves a stem-loop substrate. Nevertheless, it is 
of interest to better understand how the VS ribozymes can be modified to target other 
RNA stem-loops as it may shed some light into how RNA stem-loops, which are 
widespread RNA structural elements that play fundamental role in biology, can be 
targeted by tertiary interactions with other RNAs. In addition, it may be useful to develop 
site-specific endonucleases that specifically recognize a stable stem-loop, as shown in 
recent applications of CRISPR-associated endoribonucleases, such as RNA purification 
and RNA pull-down studies [1-4].  
 
Previous in vitro investigations have led to a detailed functional and structural 
understanding of the VS ribozyme in both its cis and trans forms, which vary according 
to the covalent attachment of its stem-loop I (SLI) substrate domain [for reviews see [5-
8]]. The VS ribozyme recognizes its SLI substrate via formation of a kissing-loop 
interaction (KLI) with stem-loop V (SLV) of the catalytic domain of the ribozyme, also 
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known as the trans ribozyme [Fig. 4.1A; [9, 10]]. This I/V KLI is known to be essential 
for optimal cleavage activity since it allows binding of the substrate with high affinity 
[11], activates the substrate for catalysis [12, 13] and facilitates formation of the active 
site between the SLI internal loop (G638 loop) and the SLVI internal loop (A756 loop) [14]. 
Recently, the NMR structure of an isolated SLI/SLV complex [15] and the crystal 
structure of the dimeric form of the VS ribozyme [16] have confirmed the structural 
characteristics of the KLI previously inferred from mutagenesis data [10], namely the U-
turn motif in both the SLI and SLV loops and the three Watson-Crick base pairs between 
these loops. In addition, it reveals an additional WC/sugar edge base pair between C629 of 
SLI and A701 of SLV as well as an extensive array of hydrogen bonds and stacking 
interactions [11, 15, 16]. The structural reorganization of the SLI terminal loop upon 
kissing-loop formation involves a helix shift that affects both stem Ib and the G638 loop 
[12, 13, 15]. Variants of the SLI substrate that are locked in the unshifted conformation 
are inactive, whereas those locked in the shifted conformation, termed pre-shifted 
substrates, are active and bind with higher affinity to the trans ribozyme [11, 17]. For 
cleavage to occur, the shifted G638 loop of SLI must interact with the A756 loop of the 
catalytic domain. In the proposed general acid-base mechanism [18-22], the N1-H1 of the 
protonated A756 and the N1 of the deprotonated G638 function, respectively, as proton 
donor and acceptor. In the crystal structure of the VS ribozyme, G638 and A756 are both 
properly positioned to interact with the scissile phosphate and fulfill their putative roles 
in the cleavage reaction [16]. 
 
 In a recent study, we used a rational engineering approach to identify KLIs that could 
substitute for the I/V KLI of a substrate/ribozyme (S/R) complex derived from the natural 
VS ribozyme (S0/R0; Fig. 4.1A), while maintaining substantial cleavage activity [23]. 
Among several KLIs present in the structural database, the previously-characterized HIV-
1 TAR/TAR* KLI complex [24, 25] was identified as a good candidate for kissing-loop 
substitution. The HIV-1 TAR RNA hairpin is responsible for transcriptional activation of 
the viral RNA through the recruitment of the viral Tat protein [26], and thereby 
contributes to a transactivation mechanism that is apparently unique to HIV [27, 28]. In 
our previous study, the VS ribozyme KLI was substituted by respectively incorporating 
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in SLI and SLV the natural hexanucleotide loop sequence and one closing base pair of 
the HIV-1 TAR RNA and the complementary loop sequence with two closing base pairs 
derived from TAR*, a rationally-designed TAR RNA aptamer [24]. We kinetically 
characterized the resulting S/R pair (STAR-0/RTAR*-0 in Fig. 4.1A), as well as related S/R 
pairs with various combinations of helix length in stems Ib and V [23]. Using this 
approach, several S/R pairs were found that display substantial cleavage activity, 
including the STAR-0/RTAR*-0 pair and the related STAR-1/RTAR*-0 pair that contains one less 
base pair in stem Ib. Although the TAR/TAR* KLI [Kd = 6-15 nM; [15, 29, 30]] is more 
stable than the VS ribozyme I/V KLI [Kd ~ 400-700 nM; [15, 29, 30]], the observed 
cleavage rate of the RTAR*-0 ribozyme for its cognate TAR-derived substrates (STAR-0 and 
STAR-1) was found to be reduced by more than 150-fold compared to that of the R0 
ribozyme for its cognate S0 substrate [23]. The lower catalytic activity of the RTAR*-0 
ribozyme for its cognate substrates indicates that the TAR/TAR* KLI may not favor the 
formation of a productive active site. However, it is not clear if the VS ribozyme 
sequence could be further modified to increase its cleavage activity of TAR-derived 
substrates. 
 
 In the present study, we used an in vitro selection approach to identify VS ribozyme 
variants with increased catalytic activity for a hairpin substrate carrying the TAR RNA 
terminal loop of HIV-1 (STAR; Fig. 4.1B). For this selection, the 5 residues of loop V and 
4 residues from the adjacent two closing base pairs were replaced with randomized 
sequences, each 10-nt long. Although high-affinity aptamers have been previously 
identified that stably associate with the HIV-1 TAR RNA loop [24, 29, 31, 32], the 
present selection was designed to identify ribozyme variants that allow substrate 
cleavage, which requires both substrate binding through a stable KLI and substrate 
cleavage via formation of a productive active site. Interestingly, we found several 
ribozyme variants that outperform the previously engineered RTAR*-0 ribozyme in terms of 
their observed cleavage rate for cleavage of the STAR substrate, including one that has a 
similar activity to he natural R0 ribozyme for cleavage of its cognate substrate. By 
comparing the loop V sequences of the selected ribozymes with the highest catalytic 
activity, we defined a consensus sequence that is complementary to part of the HIV-1 
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TAR RNA loop. Moreover, we identified two additional requirements for active 
substitutions of the natural VS ribozyme I/V KLI that could help guide future engineering 
studies of VS-derived ribozyme that efficiently cleave other alternate substrates. 
 
RESULTS AND DISCUSSION 
A two-strand ribozyme for selection of VS ribozymes with new KLIs 
For the in vitro selection experiment, we used the two-strand VS ribozyme illustrated in 
Fig. 4.1B and termed RSEL. In addition, two variants of RSEL containing modifications in 
loops I and V, RSEL(S0/R0) and RSEL(S0/R0-Δb/b), were used for preliminary validation of 
this two-strand ribozyme for in vitro selection studies (Fig. 4.1B). In these RNA systems, 
the top strand contains the SLI substrate and an incomplete catalytic domain with an 
intact SLV. It requires the bottom strand to allow formation of a functional catalytic 
domain, as previously shown for a comparable trans VS ribozyme [33]. Thus, such VS 
ribozyme system makes it possible to initiate the cleavage reaction after RNA 
purification, by first annealing these two strands and then adding the Mg2+ ions required 
for cleavage. The 20-nt 5'-tail of the top strand was designed to facilitate its size-based 
separation from the largest cleavage product on a denaturing polyacrylamide gel.  
 
To verify the validity of the RSEL ribozyme system for the selection experiments, we 
first kinetically investigated the RSEL(S0/R0) ribozyme, a variant of the RSEL ribozyme 
system containing the loops I and V sequences of the previously-characterized S0/R0 
ribozyme [Fig. 4.1A; [34]]. The RSEL(S0/R0) ribozyme allows cleavage with a kobs of 1.0 ± 
0.1 min-1 at 37˚C in Selection Reaction buffer supplemented with 20 mM MgCl2 (data 
not shown), confirming the functionality of this two-strand ribozyme system. By 
comparison, a similar cis ribozyme cleaved with a kobs of ~0.2 min-1 at 37˚C and 20 mM 
Mg2+ [35]. As expected, modification of the RSEL(S0/R0) to create a defective KLI 
[RSEL(S0/R0-Δb/b); Fig. 4.1B] significantly reduced the formation of cleavage products 
(<1% in 60 min, thus kobs <0.0002 min-1; data not shown). Thus, this two-strand ribozyme 




Selection of VS ribozymes with a TAR-TAR' KLI 
For the in vitro selection experiment, the RSEL ribozyme system incorporates the HIV-
1 TAR RNA sequences in stem Ia and stem-loop Ib of the SLI substrate, but preserves 
the G638 loop necessary for formation of the active site (Fig. 4.1B). In addition, the 6 
nucleotides (nt) of the SLV loop and the adjacent two closing base pairs (10 nt in total) 
were randomized to allow synthesis of an RNA library with approximately a million (410) 
different loop sequences.  
 
Starting from this library, the in vitro selection protocol was employed to identify VS 
ribozymes that cleave with high catalytic activity, by allowing formation of a specific 
KLI interaction between the modified SLI substrate containing a TAR RNA loop and a 
modified SLV loop with a complementary sequence, termed TAR' to distinguish it from 
the previous TAR* RNA aptamer sequence [24]. For each round of selection, the 
cleavage reaction time was optimized to allow selection of the fastest-cleaving 
ribozymes. Consequently, the reaction time was reduced as the number of rounds 
increased, starting with 10 min for the 1st round and finishing with 10 sec for the 4th 
round. As expected, the percentage of products at the 10-min time point increased 
systematically at each round of selection, from 1% at round 1 to 69% at round 4 (Fig. 
4.2). For all the selection rounds, the RNA pool had higher cleavage activity than the 
negative control RSEL(S0/R0-Δb/b) (not shown). In addition, the percentage of cleavage 
products for rounds 3 and 4 was higher than that of the positive control RSEL(S0/R0) (Fig. 
4.2). A fifth round did not further improve the cleavage activity (data not shown), which 
is not surprising given the limited sequence diversity of the starting library. The RNA 
pool of round 4 was therefore chosen for cloning and sequencing, with 21 individual 
sequences being randomly picked for further analysis. 
 
Kinetic characterization of selected VS ribozymes with a TAR-TAR' KLI 
To kinetically characterize selected VS ribozymes with a TAR-TAR' KLI, single-
turnover kinetic studies were performed with STAR/RTAR pairs generated by modifying the 
well-characterized trans S0/R0 pair (Fig. 4.1A) with the SLI and SLV sequences of the 
selected ribozymes. To characterize the RTAR ribozymes, a single STAR substrate was used, 
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which is a modified version of the STAR-0 substrate employed previously (Fig.1A) and that 
includes the HIV-1 TAR sequences in both stem Ia and stem-loop Ib  (Fig. 4.1B). As 
expected, the catalytic activity of the previously-characterized RTAR*-0 ribozyme is 
essentially identical for these two substrates, with a kobs ≤ 0.03 min-1 for STAR (Table IV.I) 
and STAR-0 [23]. However, the cleavage activity of the selected RTAR ribozymes for the 
STAR substrate vary greatly, with kobs values that are similar to or larger than the RTAR*-0 
ribozyme (Table IV.I). Based on their catalytic activity with the STAR substrate, the 21 
selected RTAR ribozymes were classified in three classes. Class I includes the most active 
ribozymes (9 of 21) with a kobs value within 100-fold of that obtained for the S0/R0 pair 
containing the natural KLI [kobs of 12.2 ± 0.5 min-1; [23]]. Ribozymes in class II (8 of 21) 
are those with a kobs value within 100- to 400-fold of that obtained for the S0/R0 pair (0.12 
min-1 > kobs > 0.03 min-1). Only a few ribozymes (4 of 21), those of class III, have a lower 
activity (kobs ≤ 0.03 min-1) that compares to that of the rationally designed STAR/RTAR*-0 
and the negative control STAR/R0.  
 
Interestingly, the most active ribozyme complex within class I, STAR/RTAR14, has a kobs 
of 5.8 ± 0.5 min-1 that is similar within two-fold to that previously determined for the 
S0/R0 pair containing the natural KLI [23]. These results clearly establish that the VS 
ribozyme provides an adaptable RNA architecture that allows substitution of the KLI for 
recognition and highly efficient cleavage of an alternate substrate.  
 
Sequence analysis of the selected VS ribozymes with a TAR-TAR' KLI 
The most active selected RTAR ribozymes likely share sequence characteristics in loop V 
to allow formation of TAR/TAR' KLIs that are most favorable for cleavage of the STAR 
substrate. Sequence analysis of the randomized region from class 1 RTAR ribozymes 
reveals a minimal 5'-YYCR-3' consensus sequence, compatible with formation of four cis 
WC/WC base pairs (C-G, U-G or A-U) with the 3'-GGGU-5' sequence of the STAR loop 
(Fig. 4.3). For some class 1 RTAR ribozymes (5 of 9), there is potential for formation of a 
fifth cis WC/WC base pair with the STAR loop, extending the minimal consensus to a 5'-
UYYCR-3' or a 5'-YYCRG-3' sequence. In contrast, the majority of the twelve loop V 
sequences of class 2 and class 3 RTAR ribozymes do not likely form 4-5 cis WC/WC base 
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pairs with the STAR loop, but instead three (5 sequences), six (1 sequences) or even seven 
(1 sequence) cis WC/WC base pairs, which appear to be less favorable for cleavage of the 
STAR substrate. Of note, the position of the minimal consensus sequence within loop V is 
not conserved; it can start at the third, fourth of fifth residue of the randomized region. 
Also, there is no requirement for the first two and last two residues of the randomized 
region to form cis WC/WC base pairs that would stabilize stem V as found in the natural 
VS ribozyme [Fig. 4.1A; [15, 16]]. As a consequence, formation of 4-5 cis WC/WC base 
pairs at the KLI between the STAR substrate and the RTAR ribozymes would leave several 
residues unpaired in both kissing loops: 1-2 in the STAR loop and 3-6 in loop V (Fig. 4.3 
and Table IV.I). These free loop residues may help increase the flexibility of the KLI as 
likely necessary to assist the formation of the active site and efficient substrate cleavage. 
 
General requirements for substitution of the natural VS ribozyme I/V KLI  
The present in vitro selection study identifies three important requirements for 
substitution of the natural VS ribozyme I/V KLI by a TAR/TAR' KLI to allow efficient 
cleavage of the STAR substrate (Fig. 4.4A): (1) a 5'-YYCR-3' consensus sequence in loop 
V; (2) formation of 4-5 cis WC/WC base pairs; (3) and unpaired residues in both loops, at 
least 1-2 unpaired residues in loop I and 3-6 unpaired residues in loop V. Although the 
first requirement is specific to recognition of the STAR substrate investigated here, the last 
two requirements may be more generally applicable. Interestingly, both the NMR and the 
X-ray structures of near wild-type KLI reveal 3 cis WC/WC base pair and 1 cis 
WC/Sugar Edge base pair between loop I and loop V [Fig. 4.4B: [15, 16]]. The NMR 
structure, in which the loop sequences of SLI and SLV are equivalent to those of the 
S0/R0 pair, reveals several unpaired residues in loop I (3: A627, U628 and G633) and loop V 
(2: U696 and U700) as well as residues forming unstable base pairs in both SLI (2: C626, 
G633 and G634) and SLV (1: U695) [Fig. 4.4B: [15]]. Moreover, the NMR studies indicate 
that these loop I and V residues that do not form stable base pairs display different 
dynamic behavior than most other residues in the complex [15]. In the X-ray structure, 
which includes a different loop I sequence, there are 3 residues in both loop I (G627, U628 
and G633) and loop V (U695, U696 and U700) that do not form a stable base pair [16]. Thus, 
the two general requirements for substitution of the VS ribozyme I/V KLI defined from 
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our in vitro selection study appear consistent with both the NMR and X-ray structures of 
VS ribozyme KLI complexes [15, 16] and could help guide future design of VS-derived 
ribozymes that cleave alternate substrates. 
 
 The two general requirements described above are not met by the rationally-
engineered STAR/RTAR* ribozymes previously investigated, including the STAR-0/RTAR*-0 pair 
(Fig. 4.1A), for which the kobs was found to be more than 400-fold smaller than that of the 
parental S0/R0 pair [23]. This RTAR*-0 ribozyme likely forms 6 cis WC/WC base pairs with 
its STAR-0 substrate (Fig. 4.4C), which is more than specified by the consensus defined 
here (Fig. 4.3). In addition, the formation of these 6 base pairs at the KLI of the 
STAR-0/RTAR*-0 pair requires that all residues from loops I and V be paired, thus diverging 
from the requirements for unpaired nucleotides in these loops. We suggest that a 
minimum of 4 base pairs at the KLI interaction is necessary for formation of a 
sufficiently stable KLI to allow efficient SLI cleavage, but that more than 5 base pairs 
may restrict the flexibility of the KLI and thereby hinder SLI cleavage, at least with the 
defined loop sizes examined here. Furthermore, unpaired nucleotides in both kissing 
loops may be required for high-cleavage activity, possibly by allowing the necessary 
dynamics at the KLI to favor formation of a productive active site. 
 
Comparison with previous in vitro selection studies to identify aptamers of the 
HIV-1 TAR RNA  
It is interesting to compare the consensus sequence obtained here for the recognition and 
cleavage of the STAR substrate to those previously obtained for the selection of RNA 
aptamers that target the HIV-1 TAR RNA. In a first study [29], an 8-nt 5'-GUCCCAGA-
3' consensus loop sequence was identified that is complementary to the entire 6-nt loop of 
the TAR RNA and allows formation of a loop-closing G-A base pair that contributes to 
the high affinity of the interaction [30, 36, 37].  In a second selection study, a 6-nt 5'-
ACCCAG-3' consensus loop sequence was identified [31], with sequence complementary 
to only five of the six nt of the TAR RNA loop. In a subsequent genomic selection study, 
the aptamers with the best affinity for the TAR RNA share a 5'-ACCCAG-3' sequence 
[32], and it was found that this affinity is comparable to that of an aptamer with the 8-nt 
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5'-GUCCCAGA-3' consensus [29, 32]. In the context of the present in vitro selection 
study designed to identify RTAR ribozymes that cleave STAR substrates containing an 
HIV-1 TAR RNA loop from a library containing a randomized region of 10 nt, a minimal 
4-nt consensus loop sequence (5'-YYCR-3') that includes the 5'-CCCA-3' sequence was 
identified, which has sequence complementarity to four nt of the TAR RNA loop (3'-
GGGU-5'). This consensus is not only shorter than consensus sequences obtained 
previously for the selection of TAR RNA aptamers [29, 31, 32], but it is also more 
permissive in terms of nucleotide identity. Indeed, the complementary of previous 
consensus sequences for the TAR RNA is based on formation of G-C and A-U base pairs 
only, whereas that of the 4-nt 5'-YYCR-3' consensus defined here allows formation of G-
U wobble pairs. It is noteworthy that the loop V of the most active RTAR14 likely forms 
only four base pairs with the terminal loop of the TAR-derived substrate. This indicates 
that this most active ribozyme was not solely selected for its high affinity for the terminal 
loop sequence of the HIV-1 TAR RNA, as for previous TAR RNA aptamers, but for 
other features that confers high cleavage activity of the TAR-derived substrate. There is 
no doubt that efficient cleavage by the VS ribozyme requires more than the formation of 
a high-affinity I/V KLI; the KLI must also allow docking of the substrate with the 
catalytic domain for formation of a productive active site.   
CONCLUDING REMARKS 
The present study demonstrates that the I/V KLI of the wild-type VS ribozyme can be 
substituted by another KLI and cleave with high catalytic activity a hairpin substrate that 
is very different from its natural SLI substrate. The STAR substrate targeted here by VS 
ribozyme variants contains the terminal loop as well as two stems derived from the 
HIV-1 TAR RNA, but its cleavage site internal loop is that of the wild-type VS 
ribozyme. Cleavage of the natural HIV-1 TAR RNA would require replacement of the 
internal loop of the STAR substrate by a three-nt bulge that does not contain a guanine, like 
G638 of the natural VS ribozyme, that could act as a general base in the enzymatic 
mechanism. Further investigations will be necessary to determine if the VS ribozyme can 
be further modified to cleave such natural HIV-1 TAR RNA hairpin or other relevant 
stem-loop RNAs of biomedical interest.  
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MATERIALS AND METHODS 
In vitro selection procedure  
All DNA sequences were obtained from IDT (Integrated DNA Technologies, IA), 
including the DNA template library for the top strand of the RSEL ribozyme (Figure 1B; 
5'-CTA ATA CCG TCA CTT AGC CTC TAC CAA TCA CAT AAC ANN NNN NNN 
NNT GCT ACG ACA ATT TCA GTA CTG AAA TTG GAG GTG AGT TCC CTG 
CTT ACT TTC AGA TCG AGC TCC CAG GCT CTT CTC TGC ATG TCA TAT GTG 
CTG TGC CTA TAG TGA GTC GTA TTA-3'), the DNA template for the bottom strand 
of the RSEL ribozyme (Figure 1B), the T7 promoter primer, the R-primer-23 (5'-CTA 
ATA CCG TCA CTT AGC CTC TA-3') and the F-primer-61 (5'-TAA TAC GAC TCA 
CTA TAG GCA CAG CAC ATA TGA CAT GCA GAG AAG AGC CTG GGA GCT 
CGA T-3'). All DNA oligos were gel purified. The top and bottom strands of the RSEL 
RNA library (Figure 1B) were prepared by in vitro T7 RNA polymerase transcription, 
treated with DNase I (Roche, IN) and purified by denaturing gel electrophoresis, as 
previously described [38]. The top strand was 32P-body-labeled as part of the 
transcription reaction by adding [α-32P] ATP to the transcription mix (Perkin Elmer, 
Ont.). The purified top and bottom strands were mixed in approximately equimolar 
amount in H2O, heated at 90°C for 1 min and cooled down to 37˚C for 5 min [19]. The 
buffer conditions were then ajusted to 40 mM Tris-HCl pH 8, 1 mM EDTA, 2 mM 
spermidine and 25 mM KCl (Selection Reaction buffer) and the mix was incubated for 5 
min at 37˚C. The cleavage reaction was initiated by the addition of 20 mM MgCl2. For 
each round of selection, the cleavage reaction was first performed on a small scale to 
determine the reaction time for the selection step. The top strand 3'-products containing 
the randomized region were purified by denaturing polyacrylamide gel [7.5% 
acrylamide:bisacrylamide (19:1) with 7 M urea] and then reverse transcribed with 
Superscript II reverse transcriptase and the R-primer-23 according to the manufacturer’s 
protocol (Invitrogen, CA). The subsequent PCR reaction with the F-primer-61, the R-
primer-23 and Platinum Taq DNA Polymerase (Invitrogen, CA) allowed DNA 
amplification of the selected top strand 3'-products, and the addition of the coding 
sequence for the T7 promoter and the top strand 5'-product. Between 9 and 13 PCR 
cycles were used for DNA amplification at each round. The resulting PCR products were 
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purified on a 3% agarose gel prior to the in vitro transcription of the next round of 
selection. PCR products from the fourth round were cloned for sequencing, since a fifth 
round did not improve the ribozyme activity of the RNA pool.  
 
Preparation of STAR substrates and RTAR ribozymes for kinetic studies  
The STAR and RTAR variants are derivatives of the S0 and R0 RNAs (Figure 1A), modified 
to fit the invariable sequence of stem Ia and stem-loop Ib (STAR; Figure 1B), and selected 
sequences of stem-loop V (RTAR) from the RSEL top strand pool (Table IV.I). The RTAR 
plasmids were prepared by QuickChange II site-directed mutagenesis (Stratagene, CA) 
from the pAvapl plasmid [34]. The 5'-end-32P-labeled STAR and unlabeled RTAR RNAs 
were prepared using established procedures [34].  
 
Single-turnover kinetic studies of the STAR/RTAR ribozyme complexes  
Single-turnover kinetic studies were carried out at 37˚C in 1X Kinetic Reaction buffer 
(50 mM Tris-HCl at pH 7.6, 25 mM KCl, 2 mM spermidine and 25 mM MgCl2) to 
determine the values of the observed rate constant (kobs) using a substrate concentration 
([S]) of 250 pM and a ribozyme concentration ([R]) of 0.5 µM, as previously described 
[34]. Briefly, the percentage of remaining substrate [F = St/(St+Pt) x 100%; where St and 
Pt are the amount of substrate and product at time t] was plotted against time and the data 
fit to the equation F = Ae-(kobsxt) + F∞, where A is the amplitude, kobs is the rate constant of 
the reaction and F∞ represents the unreactive fraction of the substrate. The value of kobs, 
the standard error for kobs, and the F∞ parameter were estimated by non-linear regression 
analysis within the OriginPro 8.1 software (OriginLab, MA). The F∞ values were below 
10% for all S/R combinations. The kobs values are reported as average values with 
standard deviations obtained from at least three independent experiments. 
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Table IV.I Kinetic results for the S/R pairs1  













in the SLI 
loop 
Unpaired nt 
in the SLV 
loop 
S0/R02 12.2 ± 0.5 2.1  3 3 2 
STAR/RTAR14 5.8 ± 0.5 1.0  4 2 6 
STAR/RTAR4 0.71 ± 0.05 0.12  4 2 3 
STAR/RTAR34 0.48 ± 0.04 0.083  4 2 4 
STAR/RTAR23 0.45 ± 0.01 0.077  5 1 3 
STAR/RTAR39 0.40 ± 0.07 0.069  5 1 3 
STAR/RTAR11 0.34 ± 0.05 0.058  5 1 3 
STAR/RTAR10 0.22 ± 0.03 0.037  4 2 4 
STAR/RTAR27 0.16 ± 0.04 0.028  5 1 5 
STAR/RTAR28 0.13 ± 0.02 0.022  5 1 3 
STAR/RTAR35 0.112 ± 0.008 0.019  6 2 2 
STAR/RTAR3 0.11 ± 0.01 0.019  3 3 5 
STAR/RTAR21 0.10 ± 0.02 0.017  4 2 4 
STAR/RTAR16 0.057 ± 0.008 0.0098  3 3 5 
STAR/RTAR25 0.051 ± 0.009 0.0088  3 3 5 
STAR/RTAR8 0.037 ± 0.009 0.0064  5 1 5 
STAR/RTAR26 0.035 ± 0.006 0.0060  5 1 5 
STAR/RTAR30 0.031 ± 0.002 0.0053  4 2 2 
STAR/RTAR33 ≤ 0.03 ≤ 0.005  3 3 5 
STAR/RTAR7 ≤ 0.03 ≤ 0.005  4 2 0 
STAR/RTAR31 ≤ 0.03 ≤ 0.005  7 3 5 
STAR/RTAR12 ≤ 0.03 ≤ 0.005  3 3 7 
STAR/RTAR*-0 ≤ 0.03 ≤ 0.005  6 0 0 
STAR/R0 ≤ 0.03 ≤ 0.005  2 4 3 
1 Values of kobs and errors are average values and standard deviations from at least three 
independent kinetic experiments collected with [S] = 250 pM and [R] = 0.5 µM at 37˚C. 
2 This S/R pair was previously investigated [23] and the predicted secondary structure is 
based on the available NMR structure [15]. 
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Figure 4.1. Sequences and secondary structures of the VS ribozyme variants used in this 
study.  
((A) The previously-characterized S0/R0 and STAR-0/RTAR*-0 substrate/ribozyme complexes [23] 
are shown with the nucleotides forming the WC base pairs in the KLI highlighted in red for 
R0/S0 and in blue for STAR-0/RTAR*-0. (B) The RSEL ribozymes are formed by two strands: the top 
strand (black and blue) and the bottom strand (yellow). The 5'-tail (not shown in the figure) is 
composed of a 20-nt sequence (5'-GGC ACA GCA CAU AUG ACA UG-3'). The randomized 
nucleotides in loop V of the RSEL ribozymes (blue) have the potential to base pair with the 
nucleotides of STAR loop (blue). The RSEL variants RSEL(S0/R0) and RSEL(S0/R0-Δb/b), containing 
modifications in loops I and V, were used as positive and negative controls, respectively. The 
specific cleavage site is located between G620 and A621 (black arrow). 
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Figure 4.2 Evolution of the ribozyme cleavage activity for the different rounds of 
selection.  
Evolution of the ribozyme cleavage activity for the different rounds of selection measured at 
37˚C in Selection Reaction buffer supplemented with 20 mM MgCl2. The percentage of 
cleaved substrate [(Pt/(St+Pt)) x 100; where Pt and St are the amount of product and substrate 
at a time t] is plotted against time for the first 4 rounds of selection [round 1 (blue diamond), 2 
(red square), 3 (green triangle), and 4 (purple circle)] and for RSEL(S0/R0) (gold star).  
 
  
Figure 4.3 Sequence alignment of the randomized region of the SLV loop for all the 
selected ribozymes characterized kinetically.  
The loop V nucleotides with the potential to form a cis WC/WC base pair in the KLI are in 
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ribozymes are separated in three classes according to the observed rate constant of their 
catalytic activity. For class 1, the boxed nucleotides are those that define the minimal 
consensus sequence for the recognition and cleavage of the STAR substrate. RTAR4 differs from 
other RTAR ribozymes in that its loop contains 9 nt instead of 10. For RTAR31 in class 3, the U in 
italics is a non-randomized nucleotide potentially forming a cis WC/WC base pair in the KLI. 
 
Figure 4.4 Schematics of kissing-loop interactions.  
(A)(B) KLI as they likely form by (A) the class 1 RTAR selected ribozymes with the STAR 
substrate and (B) by the R0 ribozyme with the S0 substrate [15]. (C) The KLI formed by the 
TAR RNA with the TAR* RNA as described by the NMR structure of the TAR/TAR* 
complex [25]. Base-pairing is indicated using the Leontis-Westhof notation [39], with black 
symbols for stable base pairs and grey symbols for unstable base pairs. In (A) and (B), only 
partial sequences of the ribozymes and the substrates are shown. In (A), the minimal consensus 
in the SLV loop of RTAR is shaded in grey. A fifth cis WC/WC base pair involving the 
nucleotide on either the 5' or 3' side of the minimal consensus of RTAR likely contributes to the 


















































































































5.1 Ingénierie du ribozyme VS  
Pour le développement d’outils biochimiques et d’agents thérapeutiques basés sur 
l’ARN, c’est un avantage de pouvoir cibler des ARN repliés. Des motifs d’ARN 
particulièrement intéressants à cibler sont les tige-boucles d’ARN, puisqu’elles sont 
importantes pour le repliement global des molécules d’ARN complexes en permettant 
l’assemblage de modules d’ARN et en permettant les interactions longues distances [168-172]. 
Les tige-boucles peuvent aussi servir à la construction de motif d’ARN pour la formation de 
site catalytique ou encore, de motif de reconnaissance pour la liaison à des protéines. Des 
expériences de SELEX pour le ciblage de tige-boucles ont démontré que des aptamères repliés 
en tige-boucles étaient plus efficaces pour lier des tige-boucles cibles, que des aptamères 
simple brin [173]. Les aptamères repliés en tige-boucles peuvent faire la reconnaissance de 
tige-boucles cibles avec des interactions boucle apicale-boucle interne [166, 174, 175] ou avec 
des interactions kissing-loop entre les deux boucles apicales [176-181]. Les interactions 
kissing-loop sont très spécifiques, puisqu’elles combinent la contrainte de la spécificité d’une 
structure tridimensionnelle avec l’appariement de nucléotides complémentaires en paires de 
bases et il n’est pas nécessaire que tous les nucléotides des boucles soient complémentaires 
entre eux [66, 87, 182]. Jusqu’à maintenant, il n’y a pas de ribozymes autoclivants qui ont été 
modifiés pour la reconnaissance de tige-boucle par une interaction kissing-loop. Le but de 
cette thèse était d’explorer l’adaptabilité du ribozyme VS pour cette fonction. Des études 
d’ingénierie ont été entreprises pour modifier le ribozyme VS pour la reconnaissance de 
substrats modifiés en testant différents paramètres liés à la reconnaissance et au clivage du 
substrat. Un article préliminaire aux études d’ingénieries (Annexe 1) a démontré que la 
présence du U-turn canonique n’est pas essentielle à la réaction de clivage optimale et qu’il est 
possible de modifier plusieurs nucléotides de la boucle V et même d’ajouter un nucléotide 
dans la boucle sans diminuer l’activité. Cet article a déterminé que plusieurs modifications au 
niveau de l’interaction kissing-loop I/V sont tolérées et de multiples expériences de 




5.1.1 Ingénierie rationnelle 
La première partie de cette thèse s’est concentrée sur l’ingénierie rationnelle du 
ribozyme VS aux chapitres 2.0 et 3.0. La première question à laquelle nous voulions répondre 
était si le ribozyme VS est capable de reconnaitre et cliver des substrats, dont la longueur n’est 
pas la même que son substrat naturel SLI. Des études précédentes avaient démontré que des 
modifications de la longueur de la tige V inactivent le ribozyme, puisque ce changement de 
longueur a une répercussion sur la position du substrat SLI lors de l’interaction kissing-loop 
I/V et empêche probablement la formation du site actif [86]. Par conséquent, l’inactivation du 
ribozyme devrait aussi se produire si la longueur de la tige Ib du substrat SLI est modifiée. 
C’est pourquoi nous avons émis l’hypothèse que si l’on veut changer la longueur de la tige Ib, 
il doit se produire un changement compensatoire dans la tige V, pour conserver le même 
nombre de nucléotides total dans l’interaction kissing-loop I/V et permettre la bonne 
localisation du substrat au site actif. Les études de cinétiques enzymatiques sur toutes les 
combinaisons de substrat/ribozyme ont montré que le ribozyme R0 peut cliver des substrats 
ayant jusqu’à trois longueurs différentes de tige Ib avec une activité similaire, ce qui a aussi 
été observé avec d’autres ribozymes mutants (R-1 et R-2 avec deux substrats chacun). De plus, 
cette étude d’ingénierie rationnelle supporte bien notre hypothèse de compensation d’hélices 
dans une certaine mesure, puisque chaque ribozyme a clivé de façon préférentielle le substrat 
qui le compense ou avec une paire de base de différence. Le kobs lié à l’activité optimale de la 
paire de substrat/ribozyme de référence S0/R0, qui ne comporte aucun changement dans les 
longueurs des tiges I et V, est de 6.5 ± 0.1 min-1 à 25 °C.  Une activité similaire a été observée 
chez plusieurs ribozymes mutants pour le clivage d’un substrat plus court (S-1bp par R0), du 
substrat naturel (S0 par R-1 et R0) et de substrats plus longs (S+1bp par R0, R-1bp, R-2bp, et S+2bp 
par R-2bp, R-3bp) (voir figure 5.1B). Malgré les mutations dans les longueurs des tiges I et V, 
l’activité de clivage optimale est conservée seulement pour une gamme de longueurs de 
substrat avec des tiges Ib allant de 3 à 6 paires de bases. Un modèle de l’interaction kissing-
loop I/V en accord avec les résultats des cinétiques enzymatiques a permis de constater que 
l’interaction entre les hélices est colinéaire et non pas coaxiale comme nous l’avions supposé 
avant cette étude. En résumé, cette étude démontre clairement l’adaptabilité de l’interaction 




Figure 5.1 Résumé des expériences d’ingénierie du ribozyme VS.  
 Représentation schématique de la structure secondaire du ribozyme VS. Les boucles grises 
sont les boucles I et V qui forment l’interaction kissing-loop I/V dans l’encadré gris. Les 
régions ombragées représentent les boucles internes de SLI et SLVI impliquées dans la 
formation du site actif. (B) Résumé des meilleures combinaisons des longueurs des tiges I (à 
gauche) et V (à droite) formant l’interaction kissing-loop I/V obtenues lors des études de 
compensation de la longueur des hélices (chapitre 2.0). 
 
La deuxième étape de l’ingénierie rationnelle a été de changer les boucles I et V au 
complet, pour voir si une substitution de l’interaction kissing-loop I/V permet de conserver 
l’activité de clivage du ribozyme VS. Le choix des interactions compatibles avec le ribozyme 
VS s’est effectué par recherche bio-informatique et les interactions choisies sont celles de 
TAR/TAR* du VIH-1 et L22/L88 de l’ARNr 23S de l’eubacterium Deinococcus radiodurans. 
Les mêmes mutants de compensation des longueurs des tiges Ib et V du chapitre 2.0 ont été 
utilisés pour déterminer les longueurs de tiges les plus appropriées pour accommoder chacune 
des interactions kissing–loop. La compensation des longueurs des hélices a été observée 
encore une fois dans cette étude. Les paires de substrat/ribozyme qui ont montré la meilleure 
activité pour chacune des substitutions des interactions kissing-loop ont des activités de 
clivage similaires entre elles (avec un facteur de moins de cinq) et ce sont les paires STAR-
1/RTAR*-0, SL88+1/RL22-1 et SL22+1/RL88-1. Par contre, l’activité de clivage est diminuée 
comparativement à la séquence non modifiée de l’interaction kissing -loop I/V S0/R0 (kobs= 
12.2 ± 0.05 min-1 à 37 °C) par un facteur de 159 pour l’interaction STAR-1/RTAR*-0 (kobs= 0.0769 
± 0.0003 min-1 à 37 °C), de 53 pour SL88+1/RL22-1 (kobs= 0.23 ± 0.02 min-1) et de 84 pour 
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SL22+1/RL88-1 (kobs= 0.145 min-1 à 37 °C). Des modèles des interactions entre SLI et SLV avec 
les substitutions d’interactions kissing-loop ont été superposés sur le modèle de la structure 
cristalline du ribozyme VS complet. Les modèles montrent que le site de clivage des substrats 
mutants est mal positionné pour aller participer à la formation du site actif comparativement à 
S0/R0, ce qui peut expliquer pourquoi ils ne sont pas aussi actifs que celui-ci.   
 
L’ingénierie rationnelle a bien fonctionné pour les changements des longueurs des 
hélices I et V, mais elle est moins bien adaptée pour la substitution de l’interaction kissing-
loop. Les interactions kissing-loop que nous avons sélectionnées dans des structures d’ARN de 
bases de données ne sont pas nécessairement les plus appropriées pour permettre l’activité, 
puisque l’interaction kissing-loop dans le contexte du ribozyme VS doit posséder une fonction 
essentielle, qui est de permettre la localisation du substrat pour la formation du site actif. En 
effet, il est difficile de prévoir comment le substrat est orienté lorsque l’interaction kissing-
loop est changée, puisque la substitution a un effet sur l’angle adopté par les deux hélices et la 
dynamique de l’interaction. Par exemple, dans l’interaction STAR-1/RTAR*-0, il n’y a aucun 
nucléotide libre, car ils sont tous impliqués dans les six pb de l’interaction, tandis que dans 
l’interaction S0/R0, il n’y a que quatre pb et plusieurs nucléotides libres. La présence de 
nucléotides libres ou impliqués dans des paires de bases instables dans l’interaction kissing-
loop I/V peut être un facteur important pour conférer l’adaptabilité nécessaire à la localisation 
du substrat. Une solution pour améliorer l’activité du ribozyme avec le substrat STAR-1, pourrait 
être de diminuer le nombre de paires de bases dans l’interaction kissing-loop à 4 bp, pour qu’il 
y ait plusieurs nucléotides libres et que l’interaction soit moins rigide. Une autre solution a été 
d’utiliser une autre forme d’ingénierie, comme le SELEX, pour identifier une interaction 
kissing-loop mieux adaptée pour la reconnaissance des substrats STAR.  
 
5.1.2 Ingénierie par SELEX 
L’ingénierie par SELEX possède l’avantage de tester de nouvelles interactions kissing-
loop qui sortent de l’ordinaire. Dans le chapitre 4.0, les nucléotides de la boucle V ont été 
changés de façon aléatoire, afin d’identifier un ribozyme pour la reconnaissance et le clivage 
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d’un substrat STAR contenant les hélices et la boucle apicale de l’ARN TAR du VIH-1. Le 
SELEX a permis d’identifier plusieurs ribozymes qui sont compatibles avec le clivage du 
substrat STAR et le ribozyme RTAR14 démontre une activité de clivage de STAR similaire à celle de 
S0/R0, avec une diminution de l’activité par un facteur de deux seulement (kobs= 5.8 ± 0.5 min-
1µM-1 à 37 °C). Ces expériences ont permis de déterminer que pour le clivage du substrat STAR, 
l’interaction kissing-loop doit contenir entre quatre et cinq paires de bases W-C et posséder un 
consensus minimal de quatre nucléotides avec la séquence 5'-YYCR-3' (dans laquelle les Y 
sont des pyrimidines et le R est une purine). De plus, il a été déterminé que la présence de 
nucléotides libres est importante autant dans la boucle I que dans la boucle V.  Le contexte de 
nos expériences de SELEX a déterminé une séquence consensus différente de celles des 
études précédentes de SELEX pour cibler l’ARN TAR avec des aptamères repliés en tige-
boucles [178-180]. Les séquences consensus de ces aptamères forment des interactions 
kissing-loop avec l’ARN cible, qui possèdent entre 5 et 6 paires de bases W-C et un seul ou 
aucun nucléotide libre dans les boucles. La séquence consensus déterminée pour le ribozyme 
VS est plus courte et plus permissive au niveau de l’identité des nucléotides, ce qui peut 
s’expliquer par des étapes de sélection du SELEX qui sont différentes. Dans le cadre du 
SELEX du ribozyme VS, la sélection est basée sur la vitesse du clivage du substrat, tandis que 
la sélection pour les expériences de SELEX des aptamères est basée seulement sur l’affinité de 
l’interaction entre les deux tige-boucles. Nos résultats indiquent que chez le ribozyme VS, la 
formation d’une interaction kissing-loop très stable n’est pas favorisée pour la réaction de 
clivage et qu’elle nécessite la présence de nucléotides libres pour lui conférer l’adaptabilité 
nécessaire à la formation du site actif. Ces caractéristiques de l’interaction kissing-loop I/V 
pourraient être appliquées au ciblage de substrats en tige-boucle, formant d’autres types 
d’interaction kissing-loop avec le ribozyme. L’ingénierie par SELEX a été un moyen efficace 
pour apporter des modifications au niveau de l’interaction kissing-loop du ribozyme VS pour 
la reconnaissance d’une nouvelle boucle de substrat, tout en permettant de conserver une 




5.1.3 Règles de l’ingénierie 
Les différentes études de mutagenèse et d’ingénierie ont montré que le ribozyme VS 
peut être modifié de diverses façons sans nuire à son activité de clivage. Voici un résumé des 
changements qui peuvent être apportés, à partir de nos études et d’études antérieures, dans les 
domaines hélicoïdaux I, V et VI avec ou sans changements compensatoires et leur impact sur 
l’activité de clivage. 
 
5.1.3.1 Identité des nucléotides dans les hélices Ia et Ib 
Les études de mutagenèse ont montré que la plupart des nucléotides dans les tiges Ia et 
Ib du substrat peuvent être modifiés sans nécessiter de mutations compensatoires et même que 
la tige Ia peut être complètement enlevée sans nuire à l’activité de clivage [65, 80] (voir 
figure 5.2). Les études de compensation de longueurs des hélices (chapitre 2.0 et 3.0) ont 
montré que le nombre et l’identité des paires de bases de la tige Ib peuvent être modifiés et 
dans les études de SELEX (chapitre 4.0), les tiges Ia et Ib sont complètement remplacées par 
celle de l’ARN TAR du VIH-1 tout en conservant l’activité de clivage [163]. De plus, des 
études de SELEX sur l’ensemble de SLI ont démontré que plusieurs nucléotides pouvaient 
être modifiés dans les tiges Ia et Ib sans inhiber l’activité du ribozyme [84]. 
 
5.1.3.2 Longueurs des tiges I et V 
Sans devoir apporter de changement compensatoire, le ribozyme VS peut reconnaitre 
et cliver des substrats dont la tige Ib varie entre trois et cinq pb. Avec des mutations 
compensatoires, le ribozyme peut reconnaitre et cliver des substrats SLI avec des tiges Ib 
variant entre trois et six pb. Par contre, ce chiffre pourrait être amené à changer si l’interaction 
kissing-loop est substituée pour une interaction qui occupe un espace différent. Par exemple, 
dans les études de substitution d’interaction kissing-loop (chapitre 3.0), les tiges Ib des 
substrats STAR varient entre trois et six pb et entre quatre et six pb pour les substrats SL88. Pour 
les substrats SL22, les tiges Ib sont encore plus longues, jusqu’à sept pb (entre quatre et sept pb) 
et ce malgré le fait que ces substrats possèdent la même interaction kissing-loop que les 
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substrats SL88, mais avec les boucles I et V inversées. Les longueurs des tiges Ib qui 
soutiennent l’activité de clivage varient en fonction de l’interaction kissing-loop et par 
conséquent, c’est un facteur à tenir en compte dans les futures ingénieries. 
 
5.1.3.3 Identité des nucléotides dans les boucles I et V 
Dans les boucles I et V, il est possible de changer l’identité de plusieurs nucléotides 
sans affecter l’activité de clivage, même ceux impliqués dans les paires de bases de 
l’interaction kissing-loop I/V, à condition dans plusieurs cas de faire les mutations 
compensatoires dans la boucle opposée (voir figure 5.2B). Dans la boucle I, sans effectuer de 
mutations compensatoires, le nucléotide G627 peut être muté par n’importe quel nucléotide 
[65, 87], mais le nucléotide U628 ne peut pas être muté sans une perte d’activité par un facteur 
de plus de 25, puisqu’il est le U de la séquence UNR du motif U-turn de la boucle I [65]. Pour 
le nucléotide C629, des mutations vont diminuer l’activité par un facteur d’au moins dix et 
c’est cohérent avec les études de RMN et de cristallographie qui ont décelé une paire de base 
sugar edge/W-C entre C629 et A701 [65, 66, 87]. Les nucléotides G630, U631 et C632 sont 
impliqués dans l’interaction kissing-loop I/V et les mutations qui vont empêcher l’appariement 
d’une paire de base W-C dans l’interaction vont diminuer l’activité par un facteur d’au moins 
10 [65, 80, 85, 86]. Si les trois paires de bases W-C sont absentes, c’est une diminution de 
l’activité de plus de 10 000 fois qui se produit. La seule mutation qui est tolérée est C632U, 
puisqu’elle remplace la paire de base G-C par une G-U dans l’interaction kissing-loop I/V. 
Dans la boucle V, sans effectuer de mutations compensatoires, il n’y a qu’un seul nucléotide 
qui peut être muté par n’importe quel nucléotide sans affecter l’activité et il s’agit de U700. 
Les autres nucléotides de la boucle V ne peuvent être mutés, car U696 est l’uridine du U-turn 
et les nucléotides G697, A698 et C699 sont impliqués dans l’interaction kissing-loop I/V [65, 
89]. En incorporant les mutations compensatoires, il est possible de changer les nucléotides 
impliqués dans l’interaction kissing-loop I/V en utilisant des nucléotides qui permettent de 
former des paires de bases W-C dans l’interaction (réduction de l’activité par un facteur de 
moins de trois), pourvu que les séquences des motifs U-turn soient respectées dans les boucles 
I et V [65, 85]. Dans les études de substitution de l’interaction kissing-loop I/V au chapitre 3.0, 
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tous les nucléotides des boucles I et V sont changés et des baisses d’activité ont été 
remarquées, malgré la présence de plusieurs nucléotides complémentaires pouvant former 
plusieurs paires de bases W-C dans l’interaction kissing-loop. Par contre, les études de SELEX 
du chapitre 4.0 ont permis le remplacement de tous les nucléotides des boucles I et V, tout en 
conservant l’activité de clivage.  
 
Figure 5.2 Consensus des modifications du substrat SLI sans changement compensatoire. 
(A) Résumé des mutations qui peuvent être effectuées dans SLI de façon individuelle et sans 
mutations compensatoires pour conserver l’activité de clivage par le ribozyme VS naturel. 
Certaines combinaisons de ces mutations permettent aussi de conserver l’activité. 
(B) séquence du substrat SLIt utilisé dans nos études.  Le site de clivage est indiqué par la 
flèche noire et les nucléotides qui font des interactions W-C dans l’interaction kissing-loop I/V 
sont ombragés en gris. Les nucléotides entre parenthèses représentent les possibilités de 
nucléotides pour ces positions, les purines sont indiquées par R, les pyrimidines par Y et les N 
représentent les positions pour lesquelles tous les nucléotides sont possibles. 
 
5.1.3.4 Nucléotides libres et nombre de paires de bases dans l’interaction kissing-loop I/V 
Les études de SELEX du chapitre 4.0 ont mis en évidence l’importance d’avoir des 
nucléotides libres (ou impliqués dans des paires de bases instables) dans les boucles 
impliquées dans l’interaction kissing-loop du ribozyme VS. Dans l’interaction kissing-loop 
I/V, il y a trois paires de bases W-C et une paire de base non canonique observées dans les 
structures du cristal et de RMN, ce qui laisse plusieurs nucléotides libres (ou impliqués dans 
des paires de bases instables) dans chacune des boucles [66, 87]. Le nucléotide U700 est l’un 
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de ces nucléotides libres et il est celui avec le plus grand changement de conformation en 
réponse à l’ajout de magnésium [89]. Nos études ont démontré que U700 fait un pont 
hydrogène avec son phosphate et que la base de U700 n’est pas importante, contrairement au 
résidu [89, 90]. Les nucléotides libres peuvent être importants pour faire des ponts hydrogènes 
dans des paires de bases instables pour la stabilisation de l’interaction kissing-loop ou pour 
faire partie de motifs d’ARN comme le U-turn [87, 183, 184]. Lorsqu’il n’y a aucun 
nucléotide libre dans l’interaction, comme pour STAR-1/RTAR*-0 (six pb W-C) dans les 
expériences de substitution de l’interaction kissing-loop (chapitre 3.0), l’activité de clivage est 
diminuée. Il y a aussi le nombre de paires de bases dans l’interaction kissing-loop qui peut 
s’avérer important, puisqu’il y a le même nombre de paires de bases dans l’interaction kissing-
loop I/V (trois pb W-C et une pb non canonique) que pour le meilleur candidat du 
SELEX, STAR/RTAR14 (quatre pb W-C). Lorsqu’il y a des paires de bases supplémentaires, 
l’activité diminue comme pour STAR-1/RTAR*-0 (six pb W-C), SL88/RL22 et SL22/RL88 (quatre pb W-
C et une pb non canonique). 
 
5.1.3.5 Site actif du ribozyme VS 
Les travaux de cette thèse ont montré qu’il est possible pour l’instant de modifier 
complètement le substrat à l’exception de sa boucle interne. Dans les études de SELEX 
(chapitre 4.0), la séquence du substrat STAR contient la séquence de l’ARN TAR du VIH-1 
pour la boucle apicale et les tiges Ia et Ib, mais nous avons changé le bulge de trois 
nucléotides de l’ARN TAR par la boucle interne du substrat SLI, pour faciliter la sélection des 
ribozymes mutants par SELEX. Afin de pouvoir cliver une nouvelle boucle interne, il faudrait 
faire des modifications au site actif du ribozyme dans la boucle interne de SLVI (boucle 
A730). La formation du site actif par l’interaction entre les boucles I et VI est une étape 
critique pour le clivage et pour faciliter cette étape, il faudrait choisir des ARN cibles avec des 
boucles internes qui ont des similarités avec la boucle interne du substrat SLI du ribozyme VS. 
La boucle interne de SLI contient le site de clivage, ainsi que la base de la catalyse G638 et 
elle est composée de cinq nucléotides dont trois d’entre eux, A621, A622 et G638 diminuent 
le clivage lorsqu’ils sont mutés [105] (voir figure 5.2). Par contre, les nucléotides G620 et 
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A639 peuvent tolérer quelques substitutions sans affecter l’activité [105]. La boucle A730 de 
SLVI contient plusieurs nucléotides importants pour l’activité, comme l’acide de la 
catalyse A756, ainsi que les nucléotides A730 et G757 [99]. Dans la boucle A730, il y a 
seulement le nucléotide C755 qui peut être substitué par A ou C sans réduire l’activité [99]. 
Malgré le fait que plusieurs nucléotides sont importants dans les boucles internes I et VI, le 
fait de changer entièrement la composition des deux boucles dans de futures études peut 
changer les prérequis pour la formation du site actif. C’est ce que nous avons observé dans les 
études de SELEX, qui ont permis de redéfinir les prérequis pour l’identité des nucléotides des 
boucles I et V impliqués dans l’interaction kissing-loop I/V. 
5.2 Comparaison avec l’ingénierie des ribozymes autoclivants 
Les ribozymes nucléolytiques normalement utilisés pour l’ingénierie comme les 
ribozymes hammerhead et le hairpin ciblent spécifiquement leur ARN cible à l’aide 
d’appariement W-C entre les bras du ribozyme et la région autour du site de clivage de l’ARN 
cible. Ensuite, la réaction de clivage s’effectue et les produits sont relâchés, en laissant le 
ribozyme libre d’agir avec une autre cible [133]. Dans le cas du ribozyme VS, la 
reconnaissance du substrat cible complet se fait en deux étapes : la première étape avec 
l’interaction kissing-loop I/V et la deuxième étape avec la formation du site actif, composé de 
l’interaction entre deux boucles internes. La reconnaissance du substrat et la formation du site 
actif sont différentes chez les ribozymes hammerhead et le ribozyme VS, puisqu’elle se fait 
par la formation de structures secondaires pour le ribozyme hammerhead et par la formation 
de deux interactions tertiaires pour le ribozyme VS. Par conséquent, les ribozymes s’adressent 
à des cibles différentes, puisque le ribozyme VS n’est pas adapté pour la reconnaissance des 
ARN simple brin et les ribozymes hammerhead et hairpin n’ont pas été modifiés jusqu’à 
maintenant pour la reconnaissance des ARN repliés en tige-boucle. Bien qu’il puisse être 
facile de déterminer une région simple brin à cibler avec le ribozyme hammerhead dans les 
nombreuses régions simple brin des ARNm ou des ARN viraux associés à des maladies, il 
peut être plus efficace pour la destruction complète de ces ARN de cibler plusieurs régions 
d’ARN en même temps. Il pourrait être intéressant pour ces fonctions d’utiliser les ribozymes 
hammerhead conjointement aux ribozymes VS, afin de pouvoir cibler un spectre plus large de 
régions à cliver contenant à la fois des régions simple brin et des régions repliées pour une 




Cette thèse a démontré que le ribozyme VS est un bon candidat pour l’ingénierie et 
qu’il devrait être possible de pousser l’ingénierie plus loin pour adapter le ribozyme au clivage 
de substrats entièrement modifiés. Ci-dessous, voici des propositions pour la suite des études 
d’ingénierie du ribozyme VS. 
 
5.3.1 Ingénierie du ribozyme VS pour le clivage d’un ARN cible  
Comme mentionné précédemment, la prochaine étape pour l’ingénierie du ribozyme 
VS est la reconnaissance et le clivage d’un substrat d’ARN entièrement modifié. Puisque de 
bons résultats ont été obtenus avec le SELEX pour la sélection d’une nouvelle interaction 
kissing-loop, la même technique pourrait être utilisée pour la formation d’un nouveau site actif 
entre la boucle A730 de SLVI du ribozyme VS et la boucle interne d’un substrat d’ARN cible. 
Pour la sélection des ARN cibles, il faut privilégier les tige-boucles qui ressemblent au 
substrat SLI, comme nous l’avons fait au chapitre 3.0 pour le choix des interactions kissing-
loop. Des exemples de tige-boucles cibles sont donnés dans la prochaine section (5.3.2). Pour 
des expériences de SELEX dans le but de modifier la boucle A730 du ribozyme VS, le 
ribozyme en trans utilisé précédemment ne peut pas être utilisé, puisque les régions avec les 
nucléotides aléatoires dans la boucle A730 doivent se trouver dans le même brin d’ARN que 
le site de clivage pour permettre la sélection des ribozymes actifs. Le choix d’un ribozyme en 
cis s’impose pour ces expériences (voir figure 5.3) et la difficulté avec le ribozyme en cis est 
de déterminer des conditions de transcription qui vont restreindre le clivage au niveau le plus 
bas possible avant l’étape de sélection du SELEX. Puisque la sélection des ribozymes actifs 
lors du SELEX se fait avec la vitesse de la réaction de clivage, il est très important d’avoir un 
contrôle minutieux de la réaction afin de sélectionner seulement les ribozymes avec la 
meilleure activité.   
 
Pour la reconnaissance d’un substrat entièrement modifié, il y a deux régions du 
ribozyme à modifier : la boucle V pour permettre l’interaction kissing-loop et la boucle A730 
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pour permettre la formation du site actif (représenté par les N en gris dans la figure 5.3). Il est 
possible d’effectuer le SELEX en deux étapes, c’est-à-dire d’effectuer la sélection de 
l’interaction kissing-loop tout d’abord et ensuite de faire la sélection de la séquence du site 
actif. Par contre, puisque la modification de l’interaction kissing-loop influence la localisation 
du substrat pour la formation du site actif du ribozyme, il peut être plus avantageux de faire les 
deux sélections dans une même étape de SELEX. Pour le SELEX avec le ribozyme en cis, le 
substrat SLI au complet est remplacé par l’ARN cible et les régions avec des nucléotides 
aléatoires se trouvent dans la boucle V et la boucle A730 de SLVI (figure 5.3). Il est possible 
d’élargir les régions de nucléotides aléatoires pour avoir une librairie de départ avec un plus 
grand nombre de séquences, pour augmenter les chances de sélectionner un ribozyme avec une 
bonne activité de clivage. La sélection des ribozymes actifs qui sont clivés peut s’effectuer de 
la même façon que les expériences précédentes, avec des gels dénaturants, ce qui s’est avéré 
une bonne technique pour l’isolation des ribozymes clivés.  
 
 
Figure 5.3 Expériences de SELEX pour la reconnaissance d’un substrat entièrement 
modifié. 
Structure secondaire du ribozyme VS en cis pour des études de SELEX. La région de l’ARN 
cible est encadrée en gris. Le site de clivage est indiqué par une flèche noire et les lettres N en 





5.3.2 ARN cibles intéressants pour le ribozyme VS 
Pour la suite du projet, il y a plusieurs tige-boucles intéressantes à cibler qui sont 
importantes dans plusieurs systèmes biologiques et dont certaines sont impliquées dans des 
interactions kissing-loop [82, 185]. Les critères retenus pour le choix des cibles sont basés sur 
les règles établies au cours de nos études : (1) une boucle apicale entre quatre et dix 
nucléotides, (2) la présence d’une boucle interne ou d’un bulge et (3) une hélice entre trois et 
sept pb entre les deux boucles. Les tige-boucles suggérées dans cette section s’attardent sur 
deux maladies sur lesquelles il y a beaucoup de recherche, puisqu’elles infectent des millions 
de personnes autour du monde : le virus du VIH-1 et le virus de l’hépatite C.  
 
5.3.2.1 VIH-1 
Dans les études de SELEX au chapitre 4.0, l’ARN TAR du VIH-1 a été utilisé comme 
cible, mais la boucle interne avait été substituée par celle du substrat SLI du ribozyme VS afin 
de s’assurer que l’interaction kissing-loop du ribozyme VS pouvait être remplacée. Maintenant 
que nous avons cette information, une tentative de reconnaitre et cliver l’ARN TAR complet 
est envisageable. L’ARN TAR (transactivation response element) est une tige-boucle 
composée de 59 nucléotides, localisé dans le 5'UTR  de l’ARNm du VIH-1, près du site 
d’initiation de la transcription. Il a comme rôle principal le recrutement de la protéine tat au 
promoteur pour permettre la transactivation de la transcription [186, 187]. La structure de 
l’ARN TAR est importante pour sa reconnaissance par tat, car des études de mutagenèse ont 
démontré que la séquence des boucles et la structure secondaire de la tige-boucle sont 
nécessaires pour la transactivation de la transcription par tat [187-189]. Dans le but d’inhiber 
la réplication du virus en cellule, l’ARN TAR a été ciblé pour empêcher l’interaction entre 
TAR et tat par divers composés, comme de petites molécules organiques, des analogues de 
nucléotides polyamides, des peptides, des analogues de peptides ou des aptamères [190-195]. 
L’ARN TAR est une bonne cible pour le ribozyme VS, puisque l’on sait déjà que sa boucle 
apicale peut être liée par le ribozyme et il ne reste plus qu’à poursuivre l’ingénierie pour être 
capable de cliver dans son bulge de trois nucléotides (figure 5.4 A). Une deuxième tige-boucle 
pourrait être ciblée dans le 5'UTR de l’ARNm du VIH-1 et il s’agit du site d’initiation de la 
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dimérisation du VIH-1 (DIS) ou tige-boucle SL1 (figure 5.4 B). Il s’agit d’une tige-boucle très 
conservée de 35 nucléotides et elle accomplit une interaction kissing-loop qui représente un 
intermédiaire avant la formation d’un duplex étendu qui forme un homodimère [196, 197]. La 
tige-boucle SL1 a été ciblée par des aminoglyosides et bien que la liaison est bonne avec SL1 
dans les cellules infectées, ce n’est pas efficace pour permettre l’inhibition de la réplication du 
VIH [198-201]. Par contre, des antisenses composés d’acides nucléiques peptidiques (PNA) 
qui ciblent la tige-boucle SL1 ont un effet inhibant très fort sur la dimérisation [202]. Cette 
tige-boucle SL1 est intéressante comme cible pour le ribozyme VS, car la tige-boucle SL1 
comporte une hélice de sept paires de bases, qui relie la boucle apicale de neuf nucléotides et 
la boucle interne de quatre nucléotides [177, 203]. De plus, la tige-boucle SL1 possède elle 
aussi trois nucléotides libres, dans chacune de ses boucles après l’interaction kissing-loop et 
ces nucléotides sont importants pour la stabilité de l’interaction. 
 
5.3.2.2 Virus de l’hépatite C  
Le virus de l’hépatite C est un pathogène hématogène, qui infecte des millions de 
personnes à travers le monde et qui peut causer des infections du foie comme des cirrhoses ou 
des cancers [204, 205]. Le génome du virus de l’hépatite C est un ARN simple brin qui encode 
une grosse polyprotéine qui est clivée à de multiples sites pour produire au moins dix 
protéines [206]. Les régions 5'UTR et 3'UTR sont des régions conservées du virus et elles ont 
servis de cibles pour plusieurs ribozymes, aptamères, antisens et ARNi, afin de perturber le 
virus à différentes étapes de son cycle d’infection [207]. La région 5'UTR est essentielle pour 
la réplication du virus et la transcription de la polyprotéine. [208]. Cette région contient le 
domaine IRES (internal ribosome entry site), ainsi que quatre domaines d’ARN nommés SL1, 
SL2, SL3 et SL4 [209-211]. Un siARN qui cible la tige-boucle SL2 et une métallodrogue avec 
un motif de liaison pour la tige-boucle SL2 permettent la dégradation spécifique de l’ARN du 
virus HCV [212, 213]. La tige-boucle SL2 est aussi une bonne cible pour le ribozyme VS, car 
elle possède une boucle apicale de sept nucléotides, une boucle interne de sept nucléotides, 
dont une séquence GAA dans le brin 5' de la boucle interne qui est identique à celle du 
ribozyme VS et l’hélice qui relie les deux boucles est composée de quatre paires de bases W-C 
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(voir figure 5.4 C). La région 3'UTR du génome ARN du HCV est, elle aussi, essentielle à la 
réplication du virus [214, 215]. Dans la région 3'UTR, il y a la région de l’ARN X qui contient 
trois tige-boucles : SL1, SL2 et SL3. L’ARN X contient aussi une région de nucléotides 
conservés à 100 % entre les souches de virus qui est nommée X55. La région X55 est suggérée 
d’être responsable de la dimérisation in vitro du virus, par la formation d’un complexe kissing 
qui est ensuite convertie dans une conformation duplex étendue qui est plus stable. Dans la 
région X55, il a la séquence DLS (dimer linkage sequence) qui est une séquence 
palindromique de 16 nucléotides, qui forme l’intermédiaire du complexe kissing et elle se 
trouve dans la tige-boucle SL2 [216, 217]. Cette tige-boucle SL2 du 3'UTR est elle aussi une 
bonne cible pour le ribozyme VS avec une boucle apicale de quatre nucléotides et une boucle 
interne de six nucléotides reliés par une hélice de six paires de bases W-C (figure 5.4 D). 
 
Figure 5.4 ARN intéressants pour le clivage par le ribozyme VS 
Séquences des structures secondaires des tige-boucles d’ARN cibles : (A) tige-boucle TAR du 
VIH-1 (B) tige-boucle SL1 du DIS du VIH-1 (C) tige-boucle SL2 du 5'UTR de HCV et (D) la 
tige-boucle SL2 du 3'UTR de HCV. Les séquences sont raccourci pour laisser seulement les 
extrémités des tige-boucles. (Adaptée de [197, 216, 218, 219]). 
 
5.3.3 Utilisation du ribozyme VS in vivo 
Il n’y a pas beaucoup d’expériences qui ont été effectuées in vivo avec le ribozyme VS. 
Les expériences in vivo sont liées à la découverte du ribozyme VS dans les mitochondries de 
Neurospora, au cours desquelles les réactions de clivage et de ligation ont été observées in 
vivo [64, 76, 78]. Par la suite, les études de la réplication du ribozyme VS concluent le volet 
 
 160 
des études in vivo [79]. Il existe différents problèmes liés à l’utilisation des ribozymes in vivo 
comme agents thérapeutiques, qui sont surtout liés à la stabilité de l’ARN dans les conditions 
cellulaires et à la livraison des ribozymes à proximité de leur cible.  
 
5.3.3.1 Modifications des nucléotides 
Pour augmenter la stabilité des ribozymes in vivo, il est possible d’apporter des modifications 
aux nucléotides pour les rendre plus résistants aux nucléases. Par exemple, la modification des 
2'-hydroxyles des nucléotides permet d’augmenter la résistance des molécules d’ARN aux 
nucléases. Chez le ribozyme hammerhead, la modification des 2'-hydroxyles de la plupart des 
nucléotides par des 2'-O-méthyles permet une plus grande stabilité, en plus de ne pas conférer 
de toxicité [133]. Par contre, quelques nucléotides non modifiés doivent être conservés dans le 
ribozyme pour la formation du site actif et permettre de conserver une bonne activité de 
catalyse. Ces nucléotides sont déterminés en effectuant des tests de catalyse avec différentes 
combinaisons de nucléotides modifiés. D’autres modifications peuvent être réalisées sur les 
2'-hydroxyles en combinaison avec les 2'-O-méthyle, comme des modifications 2'-amino, 
2'-C-allyle, 2'-fluoro, 2'-méthylène et plus encore (voir figure 5.5) [220, 221]. La modification 
des nucléotides pour rendre les ribozymes résistants aux nucléases comporte un deuxième 
avantage, celui de minimiser les chances du ribozyme de faire des interactions non spécifiques 
pouvant causer de la toxicité. Pour augmenter la résistance aux nucléases, il est aussi possible 
d’utiliser les PNA, qui sont des acides nucléiques reliés par des liens peptidiques au lieu du 
squelette ribose-phosphate [222]. Ils sont résistants aux nucléases et aux protéases, en plus de 
posséder une grande affinité pour l’ARN et l’ADN [223, 224]. Une autre modification 
permettant d’augmenter la stabilité de l’ARN est l’introduction de quelques acides nucléiques 
bloqués (LNA, locked nucleic acid), qui contiennent une liaison méthylène dans le ribose 
entre le 2'-O et le 4'C [225-228]. Il est aussi possible d’utiliser des acides nucléiques avec un 
L-ribose (images miroirs des D-riboses) pour former des ribozymes appelés spiegelzymes, qui 
sont très stables et non toxiques [229, 230]. En plus de la modification des nucléotides, l’ajout 
d’un sucre inversé à l’extrémité 3' du ribozyme, ainsi que l’ajout de quelques 
phosphorothioates en 5' permettent d’augmenter la résistance aux nucléases [133, 231]. 
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L’utilisation de plusieurs de ces stratégies permet d’obtenir la stabilité désirée in vivo pour 
augmenter la durée de vie des ribozymes. 
 
 
Figure 5.5 Modifications au sucre des nucléotides pour augmenter la résistance aux 
nucléases chez le ribozyme hammerhead. 
Les groupements 2'-hydroxyles des nucléotides sont remplacés par des groupes (A) 2'-
méthyle, (B) 2'-amino, (C) 2'-fluoro, (D) 2'-déoxy, (E) 2'-O allyle, (F) 2'-allyle, (G) 2'-
méthylène et (H) 2'-difluorométhylène. (Adaptée de [147]). 
 
5.3.3.2 Livraison à proximité de la cible 
Une des contraintes à l’utilisation des ribozymes comme agents thérapeutiques est de 
pouvoir faire une livraison efficace des ribozymes à proximité des ARN qu’ils ciblent. Il 
existe deux sortes de livraison, exogène et endogène [146]. La livraison exogène implique 
l’insertion de ribozymes préformés dans les cellules, tandis que la livraison endogène implique 
l’insertion d’un ribozyme encodé dans un gène pour produire le ribozyme dans la cellule. 
Dans la livraison exogène, les ribozymes sont plus exposés aux nucléases cellulaires et 
extracellulaires et il faut effectuer des modifications afin de les rendre plus tolérants aux 
nucléases, comme décrites à la section précédente (5.3.3.1). La livraison exogène peut aussi se 
faire à l’aide de véhicules à base de lipides ou de peptides, pour les protéger des différents 
environnements qui pourraient les dégrader. Cependant, l’utilisation de ces véhicules est 
facultative, puisque plusieurs exemples ont montré que les ribozymes peuvent bien 
fonctionner avec seulement une injection locale près de la cible [133, 146, 147].   
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Le deuxième mode de livraison est la livraison endogène dans laquelle le ribozyme est 
encodé dans le gène d’un vecteur d’expression, qui va par la suite être introduit dans la cellule 
par transfection [146]. Il y a plusieurs facteurs à tenir en compte avec la livraison endogène : 
la livraison du vecteur au bon endroit, la transcription efficace du ribozyme à partir du gène, la 
stabilisation du ribozyme contre la dégradation, le repliement du ribozyme et la localisation 
avec la cible. Les vecteurs viraux sont les plus utilisés pour la livraison endogène, car ils ont 
une grande efficacité de transfection et une intégration stable dans le génome pour les cellules 
divisibles. Pour les cellules post-mitotiques, la thérapie ex vivo est utilisée, c’est-à-dire, retirer 
les cellules et les infecter en culture cellulaire, pour ensuite les retourner dans le tissu 
d’origine. Les vecteurs d’expression doivent inclure un bon promoteur, un élément de stabilité 
et un élément de localisation. Le ribozyme doit aussi avoir un bon repliement, pour que les 
divers éléments du vecteur d’expression ne l’empêchent pas de se replier dans sa conformation 
active [146]. La livraison endogène a été utilisée avec le ribozyme anti-VIH OZ1, avec un 
vecteur qui est basé sur le virus Moloney murine leukemia, qui est inséré par transduction ex 
vivo dans des lymphocytes CD4+ T ou dans des cellules souches hématopoïétiques CD4+ et 
qui sont ensuite réinfusés chez les patients [132]. 
 
5.3.4 Utilisation du ribozyme VS comme outil biochimique 
Dans les dernières sections, la discussion sur l’utilisation du ribozyme VS est orientée 
vers l’utilisation du ribozyme comme agent thérapeutique, mais il pourrait aussi être 
développé à d’autres fins, comme le développement d’outils biochimiques ou de diagnostics. 
 
Le ribozyme VS est couramment utilisé comme enzyme de restriction pour enlever 
l’hétérogénéité en 3' des ARN transcrits in vitro [232-235]. Il suffit d’ajouter par PCR la 
séquence du substrat SLI à l’extrémité 3' de l’ARN à cliver et d’ajouter le ribozyme VS dans 
la transcription pour que le clivage s’effectue. Le ribozyme VS est idéal pour cette fonction 
puisqu’il n’y a pas de séquence minimale requise en 5' du site de clivage (mais le clivage est 
moins rapide avec une cytosine immédiatement en 5') [77].  Le ribozyme VS peut être ajouté à 
la transcription ou être transcrit en même temps que l’ARN à cliver.   
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Le ribozyme VS pourrait aussi être développé pour être utilisé comme système 
rapporteur, pour permettre le dépistage de composés ou pour suivre l’activité d’une enzyme. 
Les ribozymes sont appropriés pour ces fonctions, puisqu’ils peuvent être modifiés de sorte 
que leur activité soit dépendante de la liaison d’un ligand. Pour ce faire, le ribozyme 
autoclivant est couplé à un aptamère, qui va lier un ligand et la liaison va provoquer l’activité 
de clivage du ribozyme. Le ribozyme-aptamère peut être inséré dans l’ARNm d’une protéine 
rapporteuse et le clivage du ribozyme va empêcher la transcription du rapporteur ou à l’inverse 
la liaison du ligand va empêcher le clivage du ribozyme et permettre à la transcription de 
s’effectuer [236, 237]. Par exemple, il est possible de faire la synthèse d’un biosenseur, qui 
permet de dépister un métabolite avec un ribozyme-aptamère localisé dans le 3'UTR du gène 
gfp [238]. La présence du métabolite inhibe le clivage du ribozyme et permet la production de 
protéines fluorescentes vertes (green fluorescence protein). La détection de la fluorescence 
permet de déceler les petites variations dans l’activité enzymatique liée au métabolite. Le 
ribozyme VS pourrait lui aussi être modifié pour qu’il soit contrôlé par un ligand, en y 
ajoutant une séquence aptamère qui en absence du ligand empêche le substrat SLI de former 
sa conformation active. En présence du ligand, le changement de conformation de l’aptamère 
libère la séquence de SLI et permet le repliement de SLI en tige-boucle active pour le clivage 
par le ribozyme VS (voir figure 5.6). 
 
Figure 5.6 Exemple d’un ribozyme VS contrôlé par un ligand. 
Structure schématique de la structure d’un ribozyme VS sous le contrôle d’un ligand. Les 
lignes noires représentent la séquence du ribozyme VS et les lignes grises représentent 
l’aptamère qui lie le ligand représenté par une étoile. Le ribozyme est inactif en absence du 
ligand et suite à la liaison du ligand, il y a un changement de conformation de l’aptamère, qui 
permet la libération du substrat SLI et peut maintenant être clivé par le ribozyme VS.  
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5.4 Conclusion générale 
Cette thèse a démontré que le ribozyme VS est un bon candidat pour l’ingénierie de 
ribozyme et elle a permis d’établir des règles de base sur la façon d’adapter le ribozyme VS 
pour la reconnaissance de substrats modifiés, mais contenant toujours la boucle interne du site 
de clivage. Les études présentées dans cette thèse représentent les prémices pour des études 
plus approfondies d’ingénierie du ribozyme VS, pour la reconnaissance et le clivage d’ARN 
cibles complètement différents du substrat naturel, de façon spécifique et efficace. De plus, 
elles apportent des informations importantes sur l’adaptabilité de l’interaction kissing-loop I/V 
pour permettre une activité efficace du ribozyme VS. De façon plus générale, ces études 
fondamentales permettent de mieux comprendre les principes de base d’ingénierie de l’ARN. 
Nos études d’ingénieries permettent la possibilité de reconnaitre et cliver des ARN repliés en 
tige-boucles qui sont difficilement reconnaissables par les autres ribozymes autoclivants, les 
antisens et les ARNi. Il serait intéressant d’intégrer le ribozyme VS à la panoplie d’outils 
exploités en ce moment en vue de faire de la thérapie génique, dans le but d’obtenir un effet 
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Substrate recognition by the VS ribozyme involves a magnesium-dependent loop / loop 
interaction between the SLI substrate and the SLV hairpin from the catalytic domain. Recent 
NMR studies of SLV demonstrated that magnesium ions stabilize a U-turn loop structure and 
trigger a conformational change for the extruded loop residue U700, suggesting a role for 
U700 in SLI recognition. Here, we kinetically characterized VS ribozyme mutants to evaluate 
the contribution of U700 and other SLV loop residues to SLI recognition. To help interpret the 
kinetic data, we structurally characterized the SLV mutants by NMR spectroscopy and 
generated a three-dimensional model of the SLI / SLV complex by homology modeling with 
MC-Sym. We demonstrated that the mutation of U700 by A, C, or G does not significantly 
affect ribozyme activity, whereas deletion of U700 dramatically impairs this activity. The 
U700 backbone is likely important for SLI recognition, but does not appear to be required for 
either the structural integrity of the SLV loop or for direct interactions with SLI. Thus, 
deletion of U700 may affect other aspects of SLI recognition, such as magnesium ion binding 
and SLV loop dynamics. As part of our NMR studies, we developed a convenient assay based 
on detection of unusual 31P and 15N N7 chemical shifts to probe the formation of U-turn 
structures in RNAs. Our model of the SLI / SLV complex, which is compatible with 
biochemical data, leads us to propose novel interactions at the loop I / loop V interface. 
 
Keywords : Neurospora VS ribozyme; substrate recognition; loop/loop interaction; NMR 













RNA hairpins play many essential roles as basic elements of RNA structure. They guide the 
folding of RNA, help maintain its structural integrity, and serve as recognition motifs in RNA-
RNA and RNA-protein interactions. RNA hairpins have recently gained increasing interest 
given the central role played by microRNAs and various other non-coding RNAs in the 
regulation of gene expression [1, 2]. Therefore, it is important to understand how these small 
RNA building blocks assemble to form complex RNA-based architectures and support 
important biological functions. 
 
Small ribozymes, such as the hammerhead, hairpin, HDV, and VS ribozymes, represent 
simple RNA architectures capable of enzymatic activity, and have been widely used as model 
systems to understand structure-function relationships in RNA. The VS ribozyme is one of 
these few naturally occurring ribozymes, which possesses a unique tertiary structure to 
perform its functions and has the distinct ability to recognize a hairpin substrate through 
formation of a loop / loop tertiary interaction [for recent reviews, see [3] and [4]]. Its catalytic 
activities are metal-dependent phosphodiester bond cleavage and ligation reactions, which 
both involve 5'-OH and 2',3'-cyclic phosphate termini [5, 6]. Although the natural VS 
ribozyme isolated from the mitochondria of certain strains of Neurospora performs self-
cleavage activity [5], VS ribozyme fragments of ~100-160 nucleotides can perform cleavage 
in trans when incubated with small hairpin substrates in vitro [7].  
 
There is currently no high-resolution structure of the VS ribozyme, but structural 
information is available from the proposed secondary structure (Fig. 1A; [8], tertiary structure 
models [9, 10], and NMR structures of individual stem-loops [11-16]. The catalytic domain of 
the VS ribozyme consists of five stem-loop subdomains (SLII-SLVI; Fig. 1A), and stem-loop 
I (SLI; Fig. 1B) defines the substrate domain [8]. The cleavage site is located within the 
internal loop of stem-loop I, between nucleotides G620 and A621 [5]. Our present 
understanding is that in order for cleavage to occur, the cleavage site internal loop must dock 
in a cleft formed by SLII and SLVI to allow its interaction with the active site formed by the 
A730 loop of SLVI [3, 4, 17, 18]. The proposed catalytic mechanism for site-specific cleavage 
 
 
relies on the direct participation of G638 from the internal loop of SLI and A756 from the 
A730 loop of SLVI in general acid-base catalysis [19]. 
 
Substrate recognition by the VS ribozyme involves a loop / loop interaction between SLI and 
SLV, which is stabilized by magnesium ions (Mg2+). Mutational studies have provided 
evidence for three Watson-Crick base pairs involving nucleotides 630-632 of loop I and 
nucleotides 697-699 of loop V [20]. Formation of this tertiary interaction is accompanied by a 
rearrangement of SLI from an unshifted to a shifted conformation (Fig. 1B), which affects the 
structure of the cleavage site internal loop [21, 22]. SLI mutants that cannot adopt the shifted 
conformation are not cleaved by the VS ribozyme, whereas those that can adopt the shifted 
conformation are active in the cleavage reaction (Figs. 1B-C; [21]. Three-dimensional 
structures of small hairpins containing the unshifted (inactive) and shifted (active) internal 
loop conformations have been determined by NMR spectroscopy [11-13]. It appears from 
these structures that the active conformation contains a unique Mg2+-binding site and a unique 
tertiary interaction motif, both of which may be important for catalysis [13]. 
 
To better understand the role of the SLV receptor in SLI recognition, we have determined two 
NMR structures for an SLV fragment (Fig. 2), one in the absence (SLVfree; [15] and one in the 
presence of magnesium ions (SLVMg; [16]. The loop of SLVfree forms a loose noncanonical U-
turn motif, whereas that of SLVMg forms a compact canonical U-turn motif [15, 16]. The U-
turn of SLVfree was termed noncanonical because it lacks the stacking interaction between the 
U696 base and the A698 5'-phosphate and the hydrogen bond between the U696 H3 and the 
A698 3'-phosphate (Fig. 2) that are characteristic of canonical U-turn structures and found in 
SLVMg [15, 16]. Although Mg2+ ions affect the loop conformation, they do not significantly 
change the conformation of the three SLV bases (G697, A698, C699) that are proposed to 
base pair with SLI [20]. In both structures, these three bases of SLV are exposed and well 
positioned for binding to SLI [15, 16]. The most significant change induced by Mg2+ ions 
occurs at the extruded loop residue U700, which comes closer to the three interacting bases 
(G697, A698, and C699) of SLV (Fig. 2; [16]. Given this Mg2+-dependent conformational 
change of U700 and the fact that Mg2+ ions stabilize the loop I / loop V interaction, we 
hypothesized that U700 could play an important role in SLI recognition [16].  
 
 
In the present study, we explored the role of U700 and other SLV features (loop-closing base 
pair, nucleotide insertion) in SLI recognition. We first performed kinetic experiments with the 
VS ribozyme containing mutations in loop V to better understand the SLV loop requirements 
for catalysis. To analyze the effects of these mutations on the structural integrity of the U-turn 
structure in the SLV loop, we developed an NMR-based assay to allow quick structural 
mapping of small SLV fragments. Given that the structure of SLVMg is available and that 
structural characteristics of the SLI loop have been previously derived from biochemical data, 
we used homology modeling to obtain a structural model of the SLI / SLV interaction. This 
model helps explain our kinetic results and allows us to propose novel interactions at the loop 




















Using kcat/KM values to investigate SLI recognition 
To better understand the role of U700 and other SLV loop features in substrate recognition, we 
initiated kinetic studies of trans cleavage with the VS ribozyme [7]. We used the previously-
characterized AvaI VS ribozyme (Rz; [7], either the wild-type RNA (Fig. 1A) or RNAs 
containing a variety of mutations in the SLV loop (Fig. 3). Binding of this ribozyme to the 
wild-type SLI substrate involves the loop I / loop V interaction and a conformational change 
from the unshifted state to the shifted state, which activates the substrate for catalysis (Fig. 
1B). The SLI(T) substrate (S) was selected for kinetic studies, because it can only adopt a 
preshifted active state (Fig. 1C; [21, 23]. 
 
The second-order rate constant (kcat/KM) for the reaction of Rz with S was determined in 
single-turnover experiments [24], as illustrated for the U700G mutant Rz in Fig. 4. Cleavage 
experiments were performed with 32P-labeled S and excess Rz, and the conversion of substrate 
into product was monitored by gel electrophoresis (Fig. 4A). For these experiments, the 
natural log of the fraction of remaining substrate was plotted against the time of the reaction, 
and the value of the first-order rate constant, kobs, was derived from the slope of the graph, as 
shown in Fig. 4B. For the wild-type and mutant Rz, a linear relationship was observed when 
kobs was plotted as a function of Rz concentration, and the values of catalytic efficiency 
(kcat/KM) were obtained from the slope of that graph (Fig. 4C). Table 1 provides a summary of 
the kcat/KM values and of the relative catalytic efficiencies of the wild-type (WT) and mutant 
(MUT) ribozymes [(kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT].  
 
The parameter kcat/KM is an important kinetic constant that combines both the rate and the 
binding terms, and values of kcat/KM of wild-type and mutant enzymes can be compared to 
address the role of specific residues in catalysis. For enzymes mutated at residues involved 
only in substrate binding and not in the reaction chemistry, kcat/KM values of wild-type and 
mutant enzymes have been used to analyze the contribution of the mutated residues to the 




Biochemical studies have implicated residues from the SLV loop in SLI substrate recognition 
[20], and there is no evidence that SLV residues participate in the reaction chemistry [19]. 
Therefore, kcat/KM values measured for VS ribozymes carrying mutations in the SLV loop can 
be used to analyze the contribution of SLV loop residues to SLI recognition. SLI recognition 
is defined here as the binding of the SLI substrate to the trans-cleaving VS ribozyme and 
includes all ribozyme-substrate interactions. 
 
Substrate recognition of the preshifted SLI(T) substrate used for our studies should involve 
formation of the loop I / loop V interaction [20] and docking of SLI at the active site [10, 27]. 
Current data are consistent with the role of the SLV loop being limited to the loop I / loop V 
interaction [20], although it is possible that mutations of the SLV loop also affect the proper 
docking of SLI at the active site, either because this docking depends on SLV interaction(s) 
with the rest of the ribozyme or as a consequence of a perturbed loop I / loop V interface. In 
the context where an SLV mutation would disrupt proper SLI docking at the active site, both 
SLI binding and the rate of chemistry could be affected, and a quantitative analysis of the 
effect of the mutation on SLI binding would not be possible [28]. In addition, mutations in 
SLV could also affect the folding of the ribozyme and/or change the energy landscape of the 
reaction. Thus, the kcat/KM values obtained here can only be interpreted in a qualitative 
manner; they provide information on the loop I / loop V interaction, but could also reflect 
other aspects of the ribozyme cleavage reaction. 
 
Kinetic properties of VS ribozymes carrying mutations in the SLV loop 
The values of kcat/KM indicate that mutation of U700 by A, C, or G does not significantly 
disrupt ribozyme activity, since the ratios of (kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT are less than 4 (Table 1). 
The U700G mutation is the least disruptive, followed by U700A, and U700C. Deletion of 
U700, however, severely affects ribozyme activity, since the kcat/KM of the ΔU700 mutant is 
reduced 140-fold compare to the wild-type value. The kcat/KM value of ΔU700 is similar to that 
of the positive control C699G [(kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT = 270], a mutant which is expected to 




Mutation of the loop-closing U695-A701 base pair by a C-G or a G-A base pair also does not 
significantly affect ribozyme activity, since (kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT values of 4.1 and 2.7 are 
observed for the U695C/A701G and U695G mutants, respectively. However, deletion of U700 
in the context of a loop-closing G-A base pair severely reduces ribozyme activity since a 
(kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT value of 74 was observed for the U695G/ΔU700 mutant, a value 
similar to that of the ΔU700 mutant (Table 1), which contains the wild-type loop-closing U-A 
base pair. 
 
Insertion of a single U residue between C699 and U700 does not significantly affect ribozyme 
activity, since a (kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT value of 3.9 was observed for the +U^U700 mutant. 
However, the insertion of the UC dinucleotide between C699 and U700 severely reduces 
ribozyme activity, as judged from the (kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT value of 130 observed for the 
+UC^U700 mutant. 
 
NMR studies of mutant SLV fragments  
To help interpret the kinetic data of the mutant ribozymes, we characterized SLV fragments 
containing the equivalent mutations (Fig. 3) by NMR spectroscopy. In order to ascertain that 
SLV fragments formed a hairpin as in the folded ribozyme and not a duplex conformation 
(Fig. 5A), they were analyzed by 1D imino 1H NMR spectroscopy (not shown) and native gel 
electrophoresis (Fig. 5B). The NMR data indicated that, except for U700A, wild-type SLV 
and all mutants adopted a single conformation in the absence of Mg2+. In the presence of 
Mg2+, the NMR data indicated the presence of a second conformation (>10%) for select 
mutants. As illustrated in Fig. 5B, the native gel data could be used to confirm that the hairpin 
conformation is favored for the majority of SLV mutants, but that a few mutants formed a 
mixed population of hairpin and duplex conformations. The presence of a significant 
population of duplex prevented further structural characterization of these mutants (U700A, 
U700G, and +UC^U700) by NMR. For the U700A and the U700G mutants, there is a clear 
possibility for base pairing involving residue 700 (A or G) and U696 (Fig. 5) that stabilizes the 
duplex conformation of the SLV fragment. It is important to note that the kcat/KM values of the 
ribozyme mutants U700A and U700G are not significantly lower than that of the wild-type 
 
 
ribozyme (Table 1). Therefore the observation that certain mutations produce duplexes with 
SLV fragments does not suggest that these same mutations produce misfolded and 
functionally impaired ribozymes. On the contrary, since all mutations were localized to the 
loop of SLV and hydroxyl radicals footprinting data indicate that SLV does not interact with 
other parts of the ribozyme in the absence of SLI [27], it is likely that structural changes 
caused by our mutations would only affect the loop of SLV and not the general folding of the 
ribozyme. To obtain local structural information on the mutants, we compared their NMR data 
with that of the wild-type SLV. 
 
Previous NMR studies of an SLV RNA fragment indicated that the SLV loop adopts a loose 
noncanonical U-turn fold in the absence of Mg2+ (SLVfree), which becomes a compact 
canonical U-turn fold in the presence of Mg2+ (SLVMg; [15, 16]. In agreement with previous 
NMR studies of U-turn structures [29-31], unusually large chemical shift changes were 
associated with the formation of a canonical U-turn structure in SLVMg for two specific NMR 
signals, the 31P resonance of U696 3'-phosphate (3'-P) and the 15N resonance of A698 N7 [15, 
16]. The detection of unusual 31P and 15N chemical shifts in SLV RNA fragments was 
therefore used to identify the formation of a canonical U-turn fold for the mutants being 
functionally characterized in this study (Fig. 3). 
 
NMR structural probing of the wild-type and mutant SLV RNAs involved the collection and 
analysis of 1D 1H-decoupled 31P spectra and 2D 1H-15N long-range HMQC spectra [32]. In the 
1D 31P spectra of the wild-type SLV RNA, distinct downfield-shifted signals were observed in 
the presence but not the absence of Mg2+ (Fig. 6A). Based on previous assignment, the 31P 
signal of U696 3'-P is the most downfield-shifted signal, ~1.5 ppm downfield from the main 
cluster of 31P signals [16]. The unusual chemical shift of U696 3'-P was previously associated 
with formation of a canonical U-turn structure for SLVMg. In this structure, the 3'-P of U696 
acts as the turning phosphate of the U-turn fold and is part of a negatively-charged pocket that 
defines a Mg2+-binding site (Fig. 2; [15, 16]. The 31P NMR spectra of the C699G and ΔU700 
mutants provide examples of data where a Mg2+-dependent 31P downfield-shifted signal is 
either not observed (C699G) or less shifted from the main cluster of 31P signals (ΔU700) when 
 
 
compared to the U696 3'-P resonance of the wild-type RNA (Fig. 6A). A summary of the 31P 
chemical shift data for the mutant RNAs is provided in Table 2. For all mutant RNAs, no 
significantly downfield-shifted signal was observed in the absence of Mg2+. In the presence of 
Mg2+, the extent of the 31P downfield shift varied depending on the mutant RNA, and results 
were separated in three classes based on their similarity with the U696 3'-P chemical shift of 
the wild-type SLV (Table 2); they were typical of (+; U695G and U695G/ΔU700), not as 
significantly shifted as (+/-; U700C, ΔU700, and U695C/A701G), or very different from (-; 
+U^U700, C699G) values observed for the canonical U-turn structure of SLVMg.  
 
 In the 2D 1H-15N long-range HMQC spectra of the wild-type SLV RNA, an upfield-shifted 
15N resonance, assigned to the A698 N7-H8 crosspeak based on previous NMR studies [16], 
was observed in the presence but not the absence of Mg2+ (Fig. 6B). This unusual N7 chemical 
shift, ~6 ppm upfield from the main cluster of N7 signals, was previously attributed to the 
stabilization of the hydrogen bond between A698 N7 and U696 2'-OH within the canonical U-
turn structure for SLVMg [15, 16]. The 2D 1H-15N long-range HMQC spectra of the ΔU700 
mutant provide an example of data where a 15N upfield-shifted H8-N7 crosspeak is observed 
in Mg2+ only, but where the N7 chemical shift is not as shifted from the main cluster of N7 
signals as the A698 N7 from the wild-type SLV (Fig. 6B). A summary of the 2D 1H-15N long-
range HMQC data for the mutant RNAs is provided in Table 2. For all mutants being studied, 
no significantly upfield-shifted N7 signal was observed in the absence of Mg2+. In the presence 
of Mg2+, upfield-shifted N7 resonances were observed for some mutant RNAs, and results 
were separated in three classes based on their similarity with the chemical shift value of A698 
N7 (Table 2); they were typical of (+; U695G and U695G/ΔU700), not as significantly shifted 
as (+/-; U700C, ΔU700, and U695C/A701G), or very different from (-; +U^U700, C699G) 
values observed for the canonical U-turn structure of SLVMg.  
 
It is interesting to note that in the presence of Mg2+, the extent of the N7 upfield shift (typical 
of [+], not as significantly shifted as [+/-], or very different from [-]) always matched the 
extent of the 31P downfield shift for any given mutant (Table 2). The fact that these 
independent observations correlate with each other supports the use of these 31P and 15N 
 
 
chemical shifts to examine the U-turn structure of SLV mutants. For the wild-type, U695G, 
and U695G/ΔU700 RNAs, their unusual 31P and 15N N7 chemical shifts indicate the formation 
of a canonical U-turn structure similar to that of SLVMg (Fig. 2). For the +U^U700 and C699G 
mutants, the absence of unusual 31P and 15N N7 chemical shifts indicates that their loop does 
not form a canonical U-turn. In addition, the formation of a loose noncanonical U-turn fold in 
the +U^U700 and C699G mutant RNAs cannot be evaluated, because the loose noncanonical 
U-turn fold of SLVfree did not yield unusual 31P and 15N N7 chemical shifts [15]. For the 
U700C, ΔU700, and U695C/A701G mutants, the extents of 31P and 15N N7 shifts in the 
presence of Mg2+ were not as significant as for the wild-type RNA, indicating that their U-turn 
structure is more compact than for SLVfree, but not as compact as for SLVMg (Fig. 2). 
 
Kinetic and NMR studies of mutants containing a G-A loop-closing base pair 
Hairpin loops containing U-turn structures are generally not closed by Watson-Crick base 
pairs as in SLV, but by noncanonical base pairs, such as the sheared G-A base pair. With the 
exception of SLV, the few U-turn structures with Watson-Crick loop-closing base pairs that 
have been structurally characterized form loose noncanonical U-turns [15]. In Watson-Crick 
base pairs, the C1'-C1' distance is larger than that of many noncanonical base pairs, and we 
previously suggested that this constrains the formation of a canonical U-turn fold [15]. We 
hypothesized that replacing the Watson-Crick U-A base pair by a G-A base pair in SLV would 
remove this constraint and allow for formation of a compact canonical U-turn fold in the 
context of the ΔU700 mutation. Consequently, if a canonical U-turn fold were sufficient for 
SLI recognition, this G-A mutant would allow SLI recognition even following deletion of 
U700.  
 
In agreement with our prediction, the NMR data clearly indicate that the U695G and 
U695G/ΔU700 mutants both adopt canonical U-turn structures in the presence of Mg2+ ions. 
In addition, mutation of the loop-closing U695-A701 base pair by a G-A 
[(kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT = 2.7] base pair has only a small effect on ribozyme activity. 
However, deletion of U700 in the context of a loop-closing G-A base pair has a damaging 
effect on ribozyme activity [(kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT = 74], similar to its effect in the wild-
 
 
type context. It therefore appears that formation of a canonical structure in this Δ700 mutant is 
not sufficient to allow a favorable interaction with SLI. 
 
Homology modeling of the SLI / SLV interaction with MC-Sym  
A model of the SLI / SLV interaction was generated using the constraint-satisfaction program 
MC-Sym [33, 34]. For these modeling studies, the previously determined NMR structure of 
SLVMg was used (PDB entry 1YN1) [16] as is, assuming that it would not be significantly 
changed by SLI binding. Although the structure of SLI with the wild-type terminal loop 
sequence has been previously determined by NMR [11], these studies were performed in the 
absence of Mg2+ and/or SLV and, under those conditions, the SLI loop structure was not well 
defined by the NMR data [11]. Previous biochemical studies indicated that SLI adopts a U-
turn structure important for its recognition by SLV and for efficient ribozyme activity [20, 35, 
36]. It is therefore likely that the loop of SLI adopts a U-turn structure when bound to SLV, 
and this SLI U-turn structure was constrained in our model of the SLI / SLV interaction. 
Previous mutational studies also indicated that SLI nucleotides G630, U631, and C632 form 
Watson-Crick base pairs with SLV nucleotides C699, A698, and G697, respectively [20]. It is 
therefore likely that these three Watson-Crick base pairs stack on each other to adopt a short 
right-handed helix, and these three Watson-Crick base pairs between SLI and SLV were also 
constrained in our model. 
 
The model shown in Fig. 7 is a good representative of the seven models generated with MC-
Sym and energy minimized with X-PLOR-NIH (heavy atom RMSD between 2.4-3.1 Å). This 
model indicates that the U-turn conformations of the SLI and SLV loops are compatible with 
formation of the three-predicted Watson-Crick base pair at the loop / loop junction, at least 
from a geometrical standpoint. In all models obtained, the point of closest approach between 
the phosphodiester backbones of the two loops is at the turning phosphate of their respective 
U-turn structure (3'-P of U628 and U696). The U700 nucleotide is the SLV loop residue 
located the farthest from SLI; it is generally not positioned to form a stable interaction with 
SLI, although a few models suggest the possibility for a hydrogen bonding interaction between 
the U700 O4 and the U631 2'-OH (Fig. 7). Interestingly, the models display interactions not 
 
 
previously identified: the stacking of C629 on G630 and a hydrogen bond between C629 NH2 
and A701 2'-OH. Previous biochemical data support the involvement of C629 and A701 in 
catalysis [20, 35-37]. Mutation of C629 by A, G, or U leads to more than a 10-fold loss in the 
activity of a self-cleaving ribozyme [20] and modification interference data support the 
importance of the C629 base [37]. The importance of A701 2'-OH was also revealed from 
studies that analyzed the contribution of 2'-OH to the cleavage and ligation activities [35, 36]. 
Overall, our current model of the SLI / SLV interaction is consistent with existing biochemical 
data and allows us to propose new interactions at the loop I / loop V interface. 
 
To more thoroughly address the role of U700, we removed residue U700 from our models and 
subjected them to energy minimization. We obtained structural models of the SLI / 
ΔU700SLV complex (not shown) that are fully compatible with all the restraints used for 
minimization of the SLI / SLV complex, including all NMR restraints previously used for 
structure calculation of SLVMg (except those involving U700; [16]. In the SLI / ΔU700SLV 
model, the three loop / loop Watson-Crick base pairs were maintained, as well as the position 
of C629 with respect to SLV, indicating that deletion of U700 is compatible with our three-
dimensional model of the SLI / SLV interaction. This result is not surprising given that both 
the base and the ribose of U700 are completely extruded from the U-turn loop structure of 





Substrate recognition by the VS ribozyme involves an important and well-characterized Mg2+-
dependent loop / loop interaction between the SLI substrate and SLV from the catalytic 
domain. In the five-nucleotide loop of SLV, the sequence requirement and the role(s) of the 
first four nucleotides have been clearly defined; U696, G697, and A698 form a UNR sequence 
necessary for U-turn formation and G697, A698, and C699 form Watson-Crick base pairs with 
SLI residues C632, U631, and G630, respectively [20]. The roles of the fifth nucleotide, U700, 
and of the loop-closing base pair have not been clearly established, and the possibility for 
nucleotide insertion in the SLV loop has not been previously examined. Given the facts that 
U700 undergoes the largest conformational change between the NMR structures of SLVfree and 
SLVMg, and that Mg2+ ions stabilize the loop I / loop V interaction, we were particularly 
intrigued by the role of U700 in this interaction.  
 
Formation of a canonical U-turn structure in SLV is neither necessary nor sufficient for 
SLI recognition 
From previous NMR studies, we observed that the loop of SLV undergoes a conformational 
change from a loose noncanonical U-turn to a compact canonical U-turn structure in the 
presence of magnesium ions. Here, we developed an NMR-based assay specifically designed 
to structurally characterize U-turn formation in SLV mutants. From our study, we could not 
establish a correlation between the formation of a canonical U-turn structure and the kcat/KM 
values of the mutants. We observed that mutants with an activity similar to wild-type 
[(kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT ≤ 4], U700C and +U^U700 for example, did not adopt a compact 
canonical U-turn structure like the wild-type RNA. These mutants likely adopt a loose 
noncanonical U-turn structure that allows the correct positioning of the G697, A698, and C699 
bases for pairing with loop I, but the details of these SLV loop structures are not available. 
Conversely, the U695G/ΔU700 mutant adopts a canonical U-turn structure, but its kcat/KM is 
significantly reduced compared to the wild-type ribozyme value. Thus, formation of a 





Many mutations in SLV are compatible with SLI recognition  
Most mutations in our study yield kcat/KM values that are not significantly reduced when 
compared to the wild-type ribozyme [(kcat/KM)WT/(kcat/KM)MUT ≤ 4)], indicating that these loop 
mutations are compatible with the proper folding and catalytic activity of the VS ribozyme. 
We concluded that these mutations did not significantly affect SLI substrate recognition.  
 
Mutation of the loop-closing U695-A701 base pair by a C-G base pair had only a small effect 
on kcat/KM. These results are in agreement with previous self-cleavage studies in which the 
U695G/A701C mutant was found to be slightly more active that the wild-type ribozyme [8]. 
Different types of Watson-Crick base pairs are therefore compatible with SLI recognition. In 
addition, mutation of the loop-closing U695-A701 base pair by a G-A base pair had only a 
small effect on ribozyme activity, which indicates that noncanonical base pair(s) can also be 
compatible with SLI recognition. 
 
Given the importance of U700 for SLI recognition, we were interested to see if insertions in 
loop V were compatible with catalysis. It appears that addition of an extra U residue 
(+U^U700 mutant) caused a minor decrease in kcat/KM, however, addition of a dinucleotide 
(+UC^U700) had a more dramatic effect. The NMR data for both of these mutants did not 
provide any evidence of U-turn structure formation. Although a single loop insertion in SLV 
supports SLI binding, larger loop insertions, like that of +UC^U700, could favor loop 
conformations that are not compatible with SLI recognition. 
 
Substitutions of U700 by A, C, and G were performed to investigate the role of the base at 
position 700. The kinetic data indicate that these SLV mutants bind SLI similarly to the wild-
type SLV, and, therefore, that the U700 base plays a negligible role in SLI recognition. These 
results are in agreement with modification interference experiments in which the U700 base 
was removed without significantly affecting the self-cleavage activity of the VS ribozyme 
[37]. In summary, we found that SLI recognition is compatible with many different loop-
closing base pairs in SLV, a single nucleotide insertion in the SLV loop, and any of the four 
common bases at U700.  
 
 
Deletion of U700 is likely detrimental to SLI recognition  
Although base mutations of U700 have negligible effects on ribozyme activity, deletion of 
U700 substantially reduces kcat/KM. The reduction of kcat/KM for the ΔU700 mutant is similar to 
that of the C699G mutant, which was expected to abrogate the loop I / loop V interaction [20]. 
The NMR chemical shift changes of ΔU700 are similar to that of U700C, indicating the 
presence of a noncanonical U-turn fold for ΔU700 and suggesting that the reduced activity of 
ΔU700 is not due to a completely misfolded U-turn structure. Although we cannot eliminate 
the possibility that deletion of U700 affects other aspects of catalysis (e.g. the folding of the 
ribozyme and the rate of cleavage), it appears that deletion of U700 is detrimental to SLI 
recognition. 
 
It is peculiar that U700 can be mutated by any other base, but cannot be deleted. This suggests 
a role for this nucleotide that does not involve interactions to the base. However, the backbone 
of U700 likely plays a role in substrate recognition. Our structural modeling of the SLI / SLV 
interaction suggests that the ribose and 5'-phosphate of U700 are too remote to allow for a 
direct interaction with SLI. Our modeling studies of a SLI / ΔU700SLV complex also indicate 
that in silico deletion of U700 does not significantly affect the structure of the complex. The 
remaining roles for the U700 backbone include providing direct interactions with a 
magnesium ion and/or other parts of the ribozyme, acting as a spacer, and/or providing a 
dynamic element that imparts an entropic advantage to substrate binding. 
 
The backbone of U700 could participate in direct interactions with magnesium ions or other 
parts of the ribozymes. Previous studies have indicated that a 2'-deoxy at U700 and 
phosphorothioate substitutions at U700 (for both the 5'-phosphate and the 3'-phosphate) do not 
significantly affect cleavage and ligation activities [17, 35, 36]. In the phosphorothioate 
substitution experiments, the VS ribozyme was transcribed by T7 RNA polymerase, which 
produces only the Rp phosphorothiate isomer, but not the Sp isomer [17, 36]. It is therefore 
possible that the pro-Sp oxygens of the 5'- and 3'-phosphates of U700 are involved in binding 
a metal, and this is consistent with the large conformational change in the backbone of U700 
upon addition of magnesium ions (see Fig.2; [16]. Four Mg2+-binding sites were recently 
 
 
identified in the SLV loop structure (Fig. 2) from paramagnetic NMR studies; one of them 
involves the pro-Sp oxygen of the 5'-phosphate of U700 [16]. Interaction of a magnesium ion 
with the backbone of U700 may therefore be important for stabilizing the loop I / loop V 
interaction and/or mediating interactions of the SLI / SLV junction with other parts of the 
ribozyme [27]. 
 
As a spacer, the backbone of U700 could provide sufficient flexibility in the SLV loop to 
allow an optimal loop I / loop V interaction and proper docking of SLI at the active site. By 
increasing the SLV loop dynamics, the backbone of U700 could also provide an entropic 
advantage for SLI recognition. Studies of protein / ligand interactions indicate that 
biomolecular associations often involve dynamic residues that can provide favorable entropic 
contribution to binding [38]. Further studies are required to determine if a similar entropic 
contribution is important for SLI recognition by the VS ribozyme and for RNA / RNA 
interactions in general. 
 
CONCLUSION 
Interpretation of structure-function studies of macromolecules is often complicated by the fact 
that it is difficult to obtain structural data on the mutants being functionally characterized. In 
this study, kinetic characterization of loop V mutants of the VS ribozyme was complemented 
by a convenient NMR-based assay specifically designed to structurally characterize U-turn 
formation in these SLV mutants. In addition, homology modeling of the SLI / SLV interaction 
with MC-Sym generated a three-dimensional model that is in agreement with previous 
biochemical data. The MC-Sym model was useful for the interpretation of our kinetic data and 
allowed us to propose novel interactions at the loop I / loop V interface that are supported 
from previous biochemical studies.  
 
From a comparative analysis of the kinetic and NMR data, we conclude that formation of a 
canonical U-turn structure in SLV is neither necessary nor sufficient for SLI recognition. Our 
kinetic studies reveal that many SLV mutations are compatible with the VS ribozyme activity, 
including substitutions of the loop-closing base pair, a single nucleotide insertion, and U700 
 
 
base substitutions. However, deletion of the extruded loop residue U700 significantly impairs 
the ribozyme activity. The reduced activity of the U700 deletion mutants is neither due to a 
completely misfolded U-turn structure in SLV nor to interactions involving the U700 base. 
Rather, the backbone of U700 likely plays a role in SLI substrate recognition. The backbone 
of U700 may provide a direct interaction with a magnesium ion and/or other parts of the 
ribozyme that contribute to SLI recognition. Alternatively, the backbone of U700 could act as 
a spacer that allows loop V to optimally recognize the SLI substrate and/or provide a dynamic 
element that imparts an entropic advantage to substrate binding. NMR structure determination 
and relaxation studies of an SLI / SLV complex are now in progress in our laboratory to gain a 
better structural understanding of the loop I / loop V interaction and provide insight into the 
role that entropy plays in this interaction. 
 
MATERIALS AND METHODS 
Plasmids 
The plasmid A-3, which allows for production of the AvaI ribozyme (Rz), has been described 
(Guo et al. 1995). The stem-loop V mutants (Fig. 3) of Rz were prepared by using the 
QuickChangeII site-directed mutagenesis method (Stratagene, CA). All plasmids created for 
this study were validated by DNA sequencing. 
 
Preparation of RNA for kinetic studies 
For kinetic studies of trans cleavage, the AvaI ribozyme (Rz) and the SLI(T) substrate (S) 
were used. Rz contains a nine-nucleotide leader (5’-gggaaagcu) followed by the VS 
nucleotides 640-783 (Fig. 1). The wild-type and mutant sequences of Rz (Fig. 3) were 
prepared by in vitro T7 RNA polymerase transcription from plasmid A-3 (Guo et al. 1995) 
linearized at the SspI site. All RNAs were purified by electrophoresis in 5% (w/v) 
polyacrylamide gels containing 7 M urea. They were visualized by UV shadowing, eluted 
from the selected gel slices by crush and soak at 42 ˚C, ethanol precipitated and resuspended 
in water. The RNAs were applied to a semi-preparative DNAPac PA100 column (Dionex) 
heated at 65 ˚C [39] and equilibrated with buffer A (25 mM Tris pH 7.6 and 2 mM EDTA). 
They were eluted from the HPLC column using a gradient of buffer B (25 mM Tris pH 7.6, 2 
 
 
mM EDTA and 2 M NaCl). The eluted RNAs were collected on ice, pooled, concentrated with 
a Centricon-3 ultrafiltration device (Millipore, MA) and exchanged into storage buffer (10 
mM Tris pH 7.5 and 1 mM EDTA). 
 
The SLI(T) RNA is a preshifted substrate with the sequence: 5'-
GAGCGAAGGGCAUCGUCGGCCCGAGCUC- 3'. It was synthesized in vitro using T7 
RNA polymerase and a single-stranded synthetic oligonucleotide template (Integrated DNA 
Technologies, IA). SLI(T) was purified to single-nucleotide resolution by 20% denaturing gel 
electrophoresis, dephosphorylated at its 5'-end with calf alkaline phosphatase (Roche 
Molecular Biochemicals, NJ), and further purified by DEAE-Sephacel chromatography 
(Amersham Biosciences, NJ). The eluted RNA was concentrated with a Centricon-3 
ultrafiltration device (Millipore, MA) and exchanged into 10 mM d11-Tris pH 7.0, 50 mM 
NaCl and 0.05 mM NaN3. The SLI(T) RNA was then 5'-end-labeled with γ-(32P) ATP 
(PerkinElmer LAS Canada Inc., Ont. Canada) using T4 polynucleotide kinase (New England 
Biolabs, MA) according to the manufacturer's instructions and further purified by 20% 
denaturing gel-electrophoresis. After gel extraction, the 32P-labeled SLI(T) RNA was 
resuspended in TE (10 mM Tris pH 7.6 and 1 mM EDTA) and desalted over a Micro Bio-Spin 
6 chromatography column (Bio-Rad, CA). 
 
Kinetic studies 
All reactions were carried out at 30 ˚C in reaction buffer (50 mM Tris pH 7.5, 25 mM KCl, 2 
mM spermidine and 25 mM MgCl2). Prior to the cleavage reaction, the 32P-labeled SLI(T) 
substrate was heated to 95 ºC for 1 min in storage buffer and snap-cooled in iced water to 
promote hairpin formation. Cleavage reactions were initiated by addition of equal volume (20 
µL) of the 32P-labeled SLI(T) substrate (S) and the AvaI ribozyme (Rz), either the wild-type 
(WT) or SLV loop mutants (Fig. 3), after a 5-min preincubation of S and Rz at 30 ˚C in 
reaction buffer. Typically, about 10 aliquots of 3 µL were removed from the 40 µL-reaction 
mixture at specific times, and the reaction was stopped by addition of 12 µL of stop mix (50 
mM EDTA pH 8.0, 0.04% xylene cyanol, 0.04% bromophenol blue and ≥ 85% formamide) 
and transfer to 4˚C. Reaction products were separated by electrophoresis on 20% 
 
 
polyacrylamide / 7 M urea gels. For each time point, the amount of substrate and product were 
quantified using the Molecular Imager FX and the Quantity One 1D analysis software version 
4.6.2 from Bio-Rad Laboratories (Ont., Canada). 
 
Single-turnover kinetic experiments were typically performed with [S] = 0.25 nM and excess 
Rz. Reactions were first order for ~ 3 half-lives and end points were 90-99%. The extent of the 
reaction was calculated as (St*)/(St=0*), where St* = St – St→∝;  St=0* = St=0 – St→∝; St is the amount 
of S at time t; St→∝ is the amount of S at the end point; and St=0 is the initial amount of S. The 
natural log of (St*)/(St=0*) was plotted against the time of the reaction and the value of kobs was 
obtained from the slope by linear regression. The linear dependence of kobs on [Rz] was also 
analyzed by linear regression to derive the second order rate constant of the reaction, kcat/KM. 
The linear dependence of kobs on [Rz] was observed from 5 nM to 500 nM for the wild-type 
and U700G Rz, from 50 nM to 3 µM for U700A, U700C, U695C/A701G, U695G, and 
+U^U700 Rz, and from 50 nM to 5 µM for all other mutant Rz. Kinetic experiments were all 
performed at least three times, and reported kcat/KM and their errors are average values and 
standard deviations, respectively, from these multiple measurements. 
 
Preparation of 15N-labeled SLV RNA fragments for native gel and NMR studies 
A total of 10 SLV RNA fragments were chosen for NMR analysis, one containing the wild-
type loop sequence (Fig. 4A) and nine others derived from this RNA, but containing selected 
loop mutations (Fig. 3). These SLV RNA fragments were synthesized in vitro using T7 RNA 
polymerase, a single-stranded DNA template, and 15N-labeled NTPs, and they were purified as 
previously described [15]. The final concentration of the 15N-labeled SLV RNA samples for 
NMR studies ranged from 0.8 to 1.2 mM. The sample buffer was exchanged by use of 
Centricon-3 ultrafiltration devices with either NMR buffer A (10 mM d11-Tris pH 7.0, 50 mM 
NaCl, and 0.05 mM NaN3), NMR buffer B (10 mM d11-Tris pH 7.0 and 0.05 mM NaN3), or 
NMR buffer C (10 mM d11-Tris pH 7.0, 20 mM MgCl2, and 0.05 mM NaN3), which contained 
90% H2O and 10% D2O. For studies in D2O, the RNA samples were transferred to 99.996% 
D2O with multiple cycles of lyophilisation and resuspension in D2O. Before exchanging in 
 
 
NMR buffer C, the RNA samples were exchanged in NMR buffer A or NMR buffer B and 
heated to 95 ºC for two minutes and then immediately cooled in iced water.  
 
Native gel studies of SLV fragments 
Non-denaturing polyacrylamide gel electrophoresis was carried out on 7.5% polyacrylamide 
gels, acrylamide : bis (37.5 : 1) in TB buffer (50 mM Tris borate pH 8.0 and 20 mM 
magnesium acetate). The gels were pre-run for 30 minutes at 200 V, loaded with the SLV 
RNA fragments (2 µg RNA at a concentration of 20 µM) and then run for 2 hours at 250 V 
and 4 °C. The gels were stained with Stains All (Sigma-Aldrich, Ont., CA). 
 
NMR studies of SLV fragments 
All NMR experiments were conducted at 25 ˚C on a Varian UnityINOVA 500 MHz 
spectrometer equipped with a pulse-field gradient unit and an actively-shielded z gradient 
probe, either a 1H{13C/15N} triple resonance probe or a 1H{15N-31P} indirect detection probe. 
The following experiments were recorded: a 1D 15N-decoupled 1H flip-back watergate 
spectrum (in H2O); a 1D 1H-decoupled 31P spectrum (in H2O); and a long-range 2D 1H-15N 
HMQC spectrum [32] optimized for detection of adenine N1 and N3 and purine N7 and N9 (in 
D2O, J = 21 Hz). The 2D spectra were processed and analyzed with the NMRPipe/NMRDraw 
package [40]. 1H and 15N chemical shifts were referenced to an external standard of 2,2-
dimethyl-2-silapentane-5-sulfonic acid [41] at 0.00 ppm [42] and 31P chemical shifts were 
referenced to an external standard of 85% phosphoric acid at 0.00 ppm. 
 
Homology modeling of the SLI / SLV interaction 
Three-dimensional models of the SLI / SLV interaction were built using MC-Sym version 
4.2.0 [33, 34]. The modeling strategy was to generate ensembles of structures for both SLI and 
SLV hairpins, and merge all combinations of the SLI and SLV structures via the formation of 
Watson-Crick base pairing interactions for G630-C699, U631-A698, and C632-G697. For the 
ensemble of SLV structures, we used the 11 structural coordinates of SLVMg from PDB entry 
1YN1 [16]. For the ensemble of SLI structures (wild-type residues 623-637), we generated 
structures that satisfied a number of base relations and inter-atomic distance restraints in order 
 
 
to obtain an A-form helix for the stem (Watson-Crick base pairing for 623-637, 624-636, 625-
635, and 626-633) with an extra helical C634 residue and a U-turn structure in the loop with 
stacking of C629, G630, U631, and C632. A total of 7 models of the SLI / SLV complex were 
obtained that fit the input restraints and that were structurally distinct from each other (heavy 
atom RMSD between 2.4-3.1 Å). These models were energy minimized using X-PLOR-NIH 
version 2.0.6 [43]. For the energy minimization, the force field consisted of bond, angle, 
improper (stereochemistry), and repulsive van der Waals energy terms. In addition, distance 
and torsion angle pseudo-energy terms were used to maintain the structural integrity of the 
complex. All NMR-derived distance restraints used for determination of the SLVMg structure 
[16] were included along with restraints to enforce A-form geometry in the stem of SLI, a U-
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 TABLES                                                                                                                              
Table I. Summary of kinetic data for the VS ribozyme mutants. 
 
Ribozyme kcat/KM (kcat/KM )WT 
 (min-1µM-1) (kcat/KM )MUT 
wild-type 3.8 ± 0.7 1.0 
U700C 1.0 ± 0.2 3.7 
U700A 2.1 ± 0.1 1.8 
U700G 3.6 ± 0.4 1.0 
ΔU700 0.028 ± 0.004 1.4 X 102 
U695C/A701G 0.9 ± 0.1 4.1 
U695G 1.4 ± 0.3 2.7 
U695G/ΔU700 0.051 ± 0.007 74 
+U^U700 0.98 ± 0.09 3.9 
+UC^U700 0.029 ± 0.006 1.3 X 102 




Table II. Summary of NMR data for the SLV fragments. 
SLV fragment Mg2+a Hairpinb 
Values of selected chemical shifts (ppm) 
31P downfield shiftc 15N N7 upfield shiftc 
Wild type 
- Yes - -0.02 to -0.86 - 231.4 
+ Yes + 1.52 + 224.0 
U700C 
- Yes - 0.09 to -0.83 - > 229.3 
+ Yes +/- 0.76 +/- 227.4 
U700A 
- No n.d.  n.d. n.d. n.d. 
+ No n.d. n.d. n.d. n.d. 
U700G 
- Yes - 0.38 to -0.87 - > 229.5 
+ No n.d. n.d. n.d. n.d. 
ΔU700 
- Yes - 0.17 to -0.83 - > 229.7 
+ Yes +/- 0.61 +/- 227.7 
U695C/A701G 
- Yes - -0.01 to -0.85 - > 230.7 
+ Yes +/- 1.23 +/- 225.8 
 U695G 
- Yes - -0.03 to -0.83 - >230.4 
+ Yes + 1.51 + 225.1 
U695G/ΔU700 
- Yes - 0.32 to -0.85 - > 228.2 
+ Yes + 1.49 + 224.1 
+U^U700 
- Yes - -0.03 to -0.86 - > 229.8 
+ Yes - -0.42 to -1.21 - > 228.9 
+UC^U700 
- Yes - 0.00 to -0.85 - > 229.7 
+ No n.d. n.d. n.d. n.d. 
C699G 
- Yes - 0.28 to -0.85 - > 229.2 
+ Yes - 0.04 to -1.19 - > 229.1 
a The buffer used was either NMR buffer A with does not contain MgCl2 (-) or NMR 
buffer C which contains 20 mM MgCl2 (+).  
b The conformation of the RNA was verified by native gels and NMR experiments. 
c 31P downfield shifts and 15N N7 upfield shifts were typical of (+), not as 
significantly shifted as (+/-), or very different from (-) values obtained for the 
canonical U-turn structure of SLVMg. Measured values are indicated. For 31P data, 








Figure 1. Substrate recognition by the Neurospora VS ribozyme. A) Primary and secondary 
structures of the catalytic domain of the VS ribozyme. For this study, the AvaI ribozyme was 
used; it includes a 5'-TAIL with the sequence: 5'-gggaaagcuGCGG-3' [7]. B) The catalytic 
domain recognizes the SLI substrate (subdivided in Ia and Ib) via a loop / loop interaction 
between residues 630-632 of SLI and residues 697-699 of SLV. Upon interaction with SLV, 
the SLI RNA with the wild-type sequence undergoes a structural change from an unshifted to 
a shifted conformation; only the later allows cleavage of the SLI internal loop at the site 
indicated by an arrowhead. C) Preshifted mutant substrates, such as SLI(T), are efficiently 
cleaved by the VS catalytic domain [21, 23]. Wild-type and mutant nucleotides are 
represented by upper and lower cases, respectively. Specific SLI and SLV nucleotides are 




Figure 2. NMR structures of the SLV loop determined in the absence (left) and presence [44] 
of magnesium ions [15, 16], showing the large conformational change of U700 (blue). The 
dotted lines represent two hydrogen bonds that are characteristic of canonical U-turn 
structures, the A698 N7 to U696 2'OH (blue) and the U696 H3 to A698 3'-phosphate 
interactions (red). For simplicity, only heavy atoms are shown. 
 
Figure 3. SLV loop mutants characterized kinetically and structurally in this study. Sequence 
and secondary structure of A) SLV with U700 mutations and deletion, B) SLV with mutations 
of the loop-closing base pair, C) SLV with insertions of nucleotides between residues C699 
and U700, and D) SLV with a loop mutation that is expected to disrupt the loop I / loop V 





Figure 4. Kinetic analysis of the U700G Rz mutant.  
A) Cleavage of 32P-labeled SLI(T) by the U700G Rz is performed at 30 ˚C in the presence of 
25 mM MgCl2 under single turnover conditions [excess enzyme (37.5 nM) over substrate 
(0.25 nM)]. Denaturing polyacrylamide gel electrophoresis shows the amount of substrate (S) 
and product (P) at various time (T) points of the reaction. B) The natural log of the fraction of 
remaining substrate is plotted against time (see Materials and Methods). The data are fit to a 
single exponential and the first order rate constant is extracted by linear regression (kobs = 
absolute value of the slope = 0.12 min-1 and R2 = 0.9999) C) Cleavage reactions with the 
U700G Rz are performed at various ribozyme concentrations and the value of kobs is plotted 
against ribozyme concentration. At low ribozyme concentration, there is a linear relationship 
between kobs and ribozyme concentration. The data are fit to a single exponential and the 






Figure 5. Conformation of SLV RNA fragments. A) Primary and secondary structures of the 
wild-type SLV RNA fragment used for NMR studies in its hairpin (H) and duplex (D) 
conformations. B) Native gel electrophoresis of the wild-type (WT) and mutant SLV RNAs. 




Figure 6. NMR studies of SLV loop mutants. A) 1D 1H-decoupled 31P spectra of wild-type 
(WT), C699G, and ΔU700 SLV RNA fragments in the absence and presence of 20 mM MgCl2 
(+Mg2+). For the wild-type SLV in the presence of Mg2+, the most downfield-shifted 
resonances correspond to the 3'-phosphate of the residues indicated [16]. B) Superpositions of 
 
 
a selected region from 2D 1H-15N long-range HMQC spectra recorded in the absence (black 
peaks) and presence (red peaks) of 20 mM MgCl2 for the wild-type (WT; left panel) and 
ΔU700 RNAs (right panel). The adenine H2-N1 and H2-N3 correlations of a given adenine 
can be easily identified based on the common H2 frequency and are linked by a line in the 
spectra. For the wild-type SLV, the A698 N7-H8 crosspeaks are indicated. In A) and B) the 
asterisks point to a downfield-shifted 31P or upfield-shifted N7 resonance of an SLV mutant 





Figure 7. A) Stereo view of a structural model of the SLI / SLV complex. The selected model 
is a representative of the 7 structures obtained from homology modeling with MC-Sym. For 
simplicity, only heavy atoms are shown. B) Close up of the model shown in A. 
